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Mitochondrien sind essenzielle Organellen der eukaryotischen Zelle. Die Anzahl an 
Mitochondrien in einer Zelle variiert je nach metabolischem Zustand bzw. in Abhängigkeit 
vom jeweiligen Zelltyp (Alberts et al., 2008). Richard Altmann beschrieb 1894 als erster 
sogenannte Bioblasten als Organellen einer Zelle (Ernster and Schatz, 1981). Die 
Bezeichnung Mitochondrium (gr. mitos = Faden; chondrion = Körnchen) wurde 1898 von 
Carl Benda vorgeschlagen. Neben Plastiden sind Mitochondrien die einzigen Zellorganellen, 
welche eigenes genetisches Material tragen und durch eine doppelte Membran vom Cytosol 
getrennt sind (Nass and Nass, 1963a; Nass and Nass, 1963b). Die Genese von Mitochondrien 
und deren Abgrenzung durch eine Doppelmembran wird durch die Endosymbiontentheorie 
erklärt (Sagan, 1967). Nach dieser Theorie wird die Herkunft von Mitochondrien durch eine 
Endozytose eines aerob lebenden α-Proteobakteriums, im Speziellen Rickettsia des Stamms 
Pelagibacteraceae, durch eine anaerobe Archaeen-Zelle postuliert (Thrash et al., 2011; Gray, 
1992; Lane and Martin, 2010). 
Mitochondrien beherbergen Bestandteile unterschiedlichster Stoffwechsel- und 
Transduktionswege. Der Prozess, welcher Mitochondrien essentiell für das Überleben einer 
Zelle macht, ist die Synthese von Eisen/Schwefel-Clustern (Lill and Kispal, 2000). Selbige 
sind Strukturkomponenten von Eisen-Schwefel-Proteinen, welche wiederum zentrale 
Funktionen beim Elektronentransport, der Katalyse biochemischer Reaktionen und bei der 
Bildung von Ribosomen einnehmen (Kispal et al., 2005). Eine weitere Hauptaufgabe von 
Mitochondrien ist die sauerstoffabhängige Synthese von ATP durch oxidative 
Phosphorylierung (1.1.1). Darüber hinaus enthalten sie die Enzyme des Citratzyklus, der β-
Oxidation, der Ketonkörpersynthese, der Hämbiosynthese und einige Enzyme des 
Aminosäuremetabolismus sowie der Steroid- und Phospholipidbiosynthese (Miller, 2011).  
 
In Mitochondrien sind viele Redoxprozesse lokalisiert, was diese Organelle zu einem 
wichtigen Produktionsort reaktiver Sauerstoffspezies (ROS, reactive oxygen species) macht 
(Krishnan et al., 2007). Ein vermehrtes Auftreten dieser Oxidations-Äquivalente, welche 
sowohl zu Lipidperoxidation als auch zu DNA- und Proteindysfunktion führen können, wird 
mit vorzeitigem Altern, Apoptose und metabolischer Dysfunktion in Verbindung gebracht 
(Lenaz, 2012; Lee and Wei, 2012). Vor allem Mutation der mitochondrialen DNA (mtDNA) 




stellen den Beginn eines Circulus vitiosus mit dysfunktionalen Atmungskettenenzymen und 
so vermehrter ROS-Produktion dar. Der erhöhte Gehalt an ROS wiederum begünstigt das 
Auftreten von mtDNA-Mutationen und der dadurch entstehende Kreislauf führt häufig zu 
einer terminalen respiratorischen Insuffizienz der Zelle (Davis et al., 1997; Carew et al., 
2003). Um die Generierung schädlicher ROS zu minimieren, besitzen Mitochondrien ein fein 
abgestimmtes Regulationssystem, das Redoxprozesse in den Organellen kontrolliert und ein 
vermehrtes Auftreten von Radikalen verhindert (Diebold and Chandel, 2016). 
Neben den genannten metabolischen Funktionen konnte Mitochondrien eine Schlüsselrolle in 
der Regulation der Apoptose und der damit verbundenen Regulation der Calciumhomöostase 
zugeschrieben werden (Bernardi et al., 2001; Bernardi and Rasola, 2007; Mishra and Kumar, 
2005). Die Regulation der Calciumhomöostase spielt dabei nicht nur unter apoptotischen 
Bedingungen eine zentrale Rolle im Zellstoffwechsel, sondern ist auch unter physiologischen 
Bedingungen als Transduktionsendstrecke für einige Signalwege von Bedeutung. 
Das menschliche, mitochondriale Genom codiert für weniger als 1% der Gesamtheit 
mitochondrialer Proteine. Das restliche mitochondriale Proteom ist Kern-codiert, wird 
cytosolisch translatiert und muss anschließend in das Mitochondrium und dessen 
Subkompartimente importiert werden (Neupert and Herrmann, 2007; Schmidt et al., 2010). 
Durch horizontalen Gentransfer vom Endosymbiontem zum Wirt hat sich das mitochondriale 
Genom im Laufe der Evolution zunehmend verkleinert (Burger et al., 2003). Für den Verbleib 
von mtDNA und den Erhalt einer damit einhergehenden energieverbrauchenden 
Transkriptions- und Translationsmaschinerie in den Organellen gibt es unterschiedliche 
Theorien, in welchen Importunfähigkeit (von Heijne, 1986), metabolische Kopplung (Allen, 
2003) und genetische Inkompatibilität diskutiert werden (Barbrook et al., 2006).  
 
1.1.1 Oxidative Phosphorylierung 
 
Die oxidative Phosphorylierung beschreibt die Synthese von ATP mittels chemie-
osmotischer Kopplung eines Redoxprozesses (Mitchell, 1961). An dem Prozess sind die 
Atmungskette, bestehend aus vier Proteinkomplexen, und die FoF1-ATPase beteiligt. In der 
Atmungskette wird die stark exergone Reduktion von molekularem Sauerstoff zu Wasser 
durch die Reduktionsäquivalente NADH und FADH2 aus dem katabolen Stoffwechsel 
katalysiert. Beim Elektronentransfer über die Komplexe der Atmungskette werden Protonen 
aktiv in den Intermembranraum transloziert. Daraus resultiert eine energiereiche und 
ungleiche Verteilung von Protonen, die auch als protonenmotorische Kraft bezeichnet wird. 




Diese setzt sich zusammen aus dem chemischen Gradienten ΔpH und aus dem elektrischen 
Gradienten Δψ (Saraste, 1999). Die vier Komplexe der Atmungskette sind in der inneren 
Mitochondrienmembran lokalisiert und bestehen aus Komplex I (NADH-Ubichinon-
Oxidoreduktase), Komplex II (Succinat-Dehydrogenase-Ubiquinon-Oxidoreduktase), 
Komplex III (Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase) und Komplex IV (Cytochrom c-
Oxidase) (Lardy and Ferguson, 1969). Protonenpumpende Eigenschaften wurde dabei den 
Komplexen I, III und IV zugeschrieben. Komplex II ist die Succinat-Dehydrogenase des 
Citratzyklus und vermittelt den Quereinstieg von FADH2 gebundenen Elektronen. Neben den 
Enzymkomplexen sind das in der Innenmembran diffundierende Ubichinon und das im 
Intermembranraum lösliche, aber membranassoziierte Cytochrom c am Elektronenfluss 
beteiligt. Die protonenmotorische Kraft kann durch Rückfluss von Protonen in den 
Matrixraum von der FoF1-ATPase zur rotatorischen Katalyse von ATP aus ADP und 
anorganischem Phosphat genutzt werden. Der ca. 600 kDa große Proteinkomplex besteht aus 
zwei funktionellen Bestandteilen. Dem in die Matrix ragendem, katalytischen F1-Komplex 
und einem FO-Komplex, welcher als Protonenkanal der Innenmembran fungiert (Rubinstein et 
al., 2003; Chen et al., 2004), Der F1-Komplex besteht aus den strukturellen Einheiten der 
katalytische Kopfgruppe (αβ3) und des zentralen Stabs (γ,δ,ε), der FO-Komplex wird aus 
einem Membrananteil (910,6,8,f) und einem peripheren Stab (4,d,h) zusammengesetzt. 
Weiterhin konnten vier andere Untereinheiten, welche nicht im F1FO-Kernkomplex vorhanden 
sind, identifiziert werden (Sue, Sug, Suj und Suk). Diese Untereinheiten sind essenziell für die 
Oligomerisierung und haben dementsprechend einen Einfluss auf die mitochondriale 
Cristamembran-Geometrie (s.u. und 1.1.4.). 
Die aus einer Reihe von Untereinheiten bestehenden Atmungskettenenzyme werden in 
mehreren Schritten und unter Hilfe einer Vielzahl von Assemblierungsfaktoren zu einer 
funktionellen Einheit vereint. Die Mechanismen der Regulation umfassen sowohl die 
Transkriptions- und Translationsebene, aber auch verschiedene Schritte der Membraninsertion 
(Herrmann and Funes, 2005; Rak et al., 2009; Straffon et al., 1998; Ghezzi and Zeviani, 
2012). Der Assemblierung von Kofaktoren (z.B. Häm-Gruppen, Kupfer oder Eisen) konnten 
ebenfalls regulatorische Funktionen zugeschrieben werden. Um die Kumulation nicht 
assemblierter Untereinheiten zu vermeiden, unterliegt die Expression vieler 
Atmungskettenenzyme daher einer Regulation in Abhängigkeit von freien und nicht 
vollständig assemblierten Untereinheiten (Perez-Martinez et al., 2003). 




In der Vergangenheit rückte neben der Einzelkomplex-Assemblierung auch eine 
höhermolekulare Organisation der Atmungskettenkomplexe zu sogenannten Superkomplexen 
(Schagger and Pfeiffer, 2000) oder Respirasomen bzw. „Respiratory strings“ (Wittig et al., 
2006b) in den Fokus. In Bäckerhefe treten unter Wachstum auf nicht-fermentierbaren Medien 
besonders Superkomplexe der Atmungskettenenzyme III und IV in den Konformationen 
III2V1 und III2IV2 auf (Boumans et al., 1998). Als Strukturkomponente scheint auch das 
Mitochondrien-spezifische Phospholipid Cardiolipin für eine korrekte Assemblierung von 
besonderer Bedeutung (Zhang et al., 2005). Für Schweineherzmitochondrien wurde ein 
Superkomplex aus einem Komplex I, einem Komplex III und einem Komplex IV beschrieben 
(I1III2V1) (Dudkina et al., 2011). Die Nomenklatur III2 ist hierbei als strukturelles und 
funktionales Dimer der Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase zu verstehen. Die 
Zusammensetzung und Anteile der Komplexe variieren je nach Wachstumsbedingungen und 
metabolischem Zustand. Mögliche Vorteile einer engen Assoziation der Komplexe können 
sowohl in einer Steigerung der Katalyse durch reduzierte Diffusion der Intermediate als auch 
in einer gesteigerten Substratkanalisierung bestehen. Auch die FoF1-ATPase liegt unter 
physiologischen Bedingungen nicht primär als monomere Struktur in der inneren 
Mitochondrienmembran vor. Vielmehr sind die FoF1-ATPasen entweder als in Reihen 
organisierter Dimere an den stark gebogenen Cristamembranen lokalisiert (Davies et al., 
2012; Rabl et al., 2009) oder bilden noch höher organisierte Oligomerkomplexe (Habersetzer 
et al., 2012). Die Dimere sind typischerweise V-förmig mit einem Winkel von ca. 86° 
zueinander angeordnet. Für ihre Bildung sind die Untereinheiten Su e, g, und 4 erforderlich. 
Durch die Dimerisierung wird die umgebene Lipidmembran konvex verformt. Es wird 
vermutet, dass sich Dimere durch Minimierung der Verformungsarbeit, vornehmlich in 
Reihen entlang von Crista-Rändern anordnen (Davies et al., 2012). 
 
1.1.2 Mitochondriale Fusions-Fissions-Maschinerie  
 
Mitochondrien können nicht de novo entstehen und unterliegen in ihrer Biogenese 
einem Gleichgewicht von Fusion, Teilung und Wachstum (Diaz and Moraes, 2008). So bilden 
Mitochondrien in den Zellen Strukturen in Form von tubulären Netzwerken aus. Das Ausmaß 
der Verzweigungen ist abhängig vom metabolischen Zustand (Egner et al., 2002) und wird 
durch das Gleichgewicht zwischen Fusion und Teilung der Organellen bestimmt. Ein 
Übergewicht in der Teilung führt zur Fragmentierung (Rapaport et al., 1998), ein 




Übergewicht von Fusion zu extrem verzweigten mitochondrialen Netzwerkstrukturen 
(Bleazard et al., 1999). Nicht nur für wachsende und sich teilende Zellen ist die 
mitochondriale Dynamik notwendig, um die Anzahl von Mitochondrien pro Zelle aufrecht zu 
erhalten. Auch für nicht proliferierende Zellen scheinen Teilungs- und Fusionsprozesse für 
ein Überleben essenziell zu sein (Chen and Chan, 2010). Deren Fehlregulation konnte in 
einen direkten Zusammenhang mit humanen Erkrankungen gebracht werden (Amiott et al., 
2008). Ein mögliches Erklärungsmodell ist die fusionsabhängige Heteroplasmie von 
Mitochondrien, welche Mutationsungleichgewichte ausgleicht. So kann beispielsweise eine 
Fusion zwischen Mitochondrien mit unterschiedlichen Genmutationen in einer gegenseitigen 
Komplementierung des Defekts münden. Auch gibt es Evidenz für eine Abspaltung 
lokalisierter defekter Mitochondrienareale inklusive deren mutierter DNA durch Teilung und 
anschließende Autophagie (Youle and van der Bliek, 2012). Weiterhin konnte gezeigt 
werden, dass eine korrekte Fusion nur unter bestehendem Membranpotenzial der 
Innenmembran vonstatten geht. Dies könnte bewirken, dass nur funktionsfähige 
Mitochondrien in den Fusionspool eingehen und dysfunktionale Mitochondrien untergehen 
(Meeusen et al., 2004). Ebenso scheint die funktionsfähige dynamiksteuernde Maschinerie 
essenziell für ein Fortbestehen und korrekte Verteilung der mtDNA (Chen et al., 2010; Parone 
et al., 2008) und für eine funktionierende oxidative Phosphorylierung zu sein. In Tiermodellen 
führen Mutationen in Genen der Fusions- und Fissionsmaschinerie zum Absterben von 
Embryonen, welches auf eine bedeutende Rolle der Prozesse in der Embryogenese hindeutet 
(Chen et al., 2003; Ishihara et al., 2009). Sowohl Fissions- als auch Fusionsprozesse werden 
durch einer Reihe von Proteinen aus einer stark konservierten Dynamin-Familie (GTPasen) 
gesteuert (Hoppins et al., 2007). Der Teilungsapparat bei Säugern ist bislang durch die 
Proteine Drp1, Fis1 und Mff1 charakterisiert. In Hefezellen konnten die teilweise als 
Homologe zu betrachtenden Proteine Dnm1, Fis1, Mdv1 und Caf4 identifiziert werden (s. 
Abbildung 1). Das von cytosolischer Seite an der Außenmembran assoziierte Drp1/Dnm1 ist 
dabei durch Homooligomerisierung als Hauptstrukturkomponente an den Einschnürringen der 
Mitochondrienteilung beteiligt (Fukushima et al., 2001; Bleazard et al., 1999; Benard and 
Karbowski, 2009). Es wird durch das Protein Fis1 der Außenmembran rekrutiert und durch 
Bindung von GTP kommt es zur Ausbildung von spiralförmigen Strukturen. Die 
anschließende Abschnürung scheint eng mit der Nukleotidhydrolyse in Verbindung zu stehen. 
In der Innenmembran konnte ein homooligomerer Komplex des Proteins Mdm33 eine 
wichtige Funktion in der Mitochondrienteilung zugeschrieben werden (Messerschmitt et al., 
2003). Stämme, welche dieses Protein nicht exprimieren, zeigen einen ähnlichen 




morphologischen Phänotyp wie andere Deletionsstämme von Teilungsproteinen (z.B. ∆fis1) 
(Messerschmitt et al., 2003). 
In Säugern sind die Mitofusine (Mfn1 und 2) sowie Opa1 als die an der Mitochondrienfusion 
beteiligten Proteine identifiziert worden. In S. cervisiae konnten die homologen Proteine Fzo1 
(Mitofusine) und Mgm1 (OPA1) nachgewiesen werden (s. Abbildung 1). Weiterhin ist in 
Hefezellen das Protein Ugo1, für welches bislang kein Säugetierhomolog gefunden werden 
konnte, an der mitochondrialen Fusionsmaschinerie beteiligt. Fzo1 ist ein Protein aus der 
Dynamin-ähnlichen Proteinfamilie, welches GTP-abhängig die Fusion der Außenmembran 
reguliert (Koshiba et al., 2004; Meeusen et al., 2004). Das ebenfalls für die Fusion essenzielle 
Ugo1 interagiert mit Fzo1, ist aber mit dessen Oligomerisierung nicht direkt verknüpft (Sesaki 
and Jensen, 2001; Sesaki and Jensen, 2004). Mgm1 ist eine GTPase, welche die Fusion der 
Innenmembran vermittelt. Die unterschiedlichen, in Hefe nachgewiesenen Isoformen der 
Dynamin-ähnlichen GTPase müssen in einem Verhältnis von 1:1 vorliegen, um eine Fusion 
der Innenmembran zu erreichen. Als treibende Kraft der energetisch aufwendigen 
Membranfusion wird nach heutigem Kenntnisstand das Innenmembranpotenzial angesehen. 
Während der Fusion können durch Interaktion des Fzo1-Ugo1-Komplexes mit Mgm1 
dynamische Kontaktstellen von Außen- und Innenmembran nachgewiesen werden (Meeusen 
et al., 2004; Wong et al., 2000; Sesaki et al., 2003).  





Abbildung 1 - Schematische Darstellung der mitochondrialen Fusion und Teilung in Hefe so-
wie der daran beteiligten Proteine 
Links: Teilungsvorgang mit Rekrutierung von Dmn1 durch Mdv1 und Fis1. Durch Homoligomerisierung von 
Dnm1 entstehen spiralartige Abschnürringe. Die Schnürringe legen sich um die Organellen, bis die Membranen 
sich teilen. 
Rechts: Fusionsvorgang mit Interaktion von Ugo1 und Fzo1, welche die Fusion der äußeren Membran initiieren. 
Anschließend erfolgt die Fusion der Innenmembran durch eine Interaktion mit Mgm1. 
MIM, mitochondriale Innenmembran; IMS, Intermembranraum; MOM, mitochondriale Außenmembran 
Nach Diaz and Moraes, 2008 
Mitochondriale Teilung Mitochondriale Fusion 
Mdm33 
GTP-Hydrolyse 




1.1.3 Ultrastruktur von Mitochondrien und deren Dynamik 
 
 
Mitochondrien bestehen aus zwei verschiedenen Membranen, der äußeren Membran 
(engl. outer membrane; OM) und der inneren Membran (engl. inner membrane; IM). Die 
Außenmembran zeichnet sich aus durch eine hohe Dichte von Porinen, spannungsabhängigen 
Anionen-selektiven Kanälen, welche die Außenmembran zu einer semipermeablen Membran 
für hydrophile, kleine Moleküle machen. Durch den hohen Lipidgehalt weist die 
Außenmembran ein Protein-Lipid-Gewichtsverhältnis von ungefähr 1:1 auf (De Pinto and 
Palmieri, 1992). Im Gegensatz zur Außenmembran ist die Innenmembran eine impermeable 
Barriere für Metaboliten und Ionen, welche den Intermembranraum bzw. das Cytosol von der 
Mitochondrienmatrix trennt (Bereiter-Hahn, 1990). Dem hohen Proteingehalt der inneren 
Mitochondrienmembran geschuldet ist das Protein-Lipid-Verhältnis selbiger deutlich höher 
(ca. 3:1). Die Innenmembran lässt sich in zwei weitere Subkompartimente unterteilen. Zum 
einen, an der Außenmembran anliegend, die innere Grenzmembran (engl. inner boundary 
membrane; IBM), zum anderen, die Cristamembranen, welche Einstülpungen der 
Innenmembran in die Mitochondrienmatrix darstellen. Den Einstülpungen entsprechend bietet 
die Innenmembran eine weitaus größere Oberfläche als die mitochondriale Außenmembran. 
Übergänge zwischen der IBM und Cristae wurden das erste Mal 1966 mittels 
Transmissionselektronenmikroskopie dargestellt und werden als Pediculi Cristae oder heute 
vornehmlich als Crista junctions bezeichnet (Daems and Wisse, 1966). Auf Grund der 
komplexen Membrananordnung lassen sich demnach Mitochondrienmatrix (engl. 
mitochondrial matrix; MM), Intermembranraum (engl. intermembrane space; IMS) und 
Intercristalraum (engl. intercristal space; ICS) als wässrige Subkompartimente der 
Mitochondrien unterscheiden.  
Die erste Beschreibung und dreidimensionale Interpretation der elektronenmikroskopischen 
Mitochondrien-Bilder wurde von Palade und Sjostrand vorgenommen (Palade, 1952; 
Sjostrand, 1953). Das Baffle-Modell nach Palade geht von einer Einstülpung der 
Innenmembran in die Matrix mit einem konvexen geschlossenen Ende aus. Das Septa-Modell 
nach Sjöstrand interpretiert die Innenmembraneinstülpung als Septen, welche die Matrix 
vollständig in unterschiedliche Subkompartimente unterteilt. Die Septen haben, dieser 
Vorstellung nach, Verbindungen zu beiden Seiten des Intermembranraums; das Modell stellte 
sich jedoch als falsch heraus. Van Venetie und Verkleij beschrieben die Möglichkeit, dass es 
sich an den Stellen von Crista junctions um eine Semifusion von innerer und äußerer 




Mitochondrienmembran handeln könnte (Van Venetie and Verkleij, 1982). Nach heutiger 
Annahme sind Crista junctions in den meisten Säugetiergeweben konstriktorisch-tubuläre, 
kleine Öffnungen, welche ein Netzwerk von verbundenen tubulären Cristae mit dem 
Intermembranraum verbinden (Mannella et al., 1994; Lea et al., 1994). Cristae können neben 
tubulären Konformationen auch eine lamelläre Struktur annehmen (Prince, 2002). Neuere 
Untersuchungen zeigen allerdings, dass diese lamellär angeordneten Cristae immer multiple, 
tubuläre Ausläufer, die über gleich weite Crista junctions mit dem Intermembranraum 
verbunden sind, aufweisen. Als Genesemechanismus für lamelläre Anordnungen wurde ein 
Verschmelzen von tubulären Cristae mit lamellären Cristae vorgeschlagen (Perkins et al., 
1997). Die Dichte von beobachtbaren Cristae in Mitochondrien korreliert mit der 
metabolischen Aktivität einer Zelle. Palade vermutete bereits, dass die Einstülpung in Form 
von Cristae als Oberflächenvergrößerung und Effizienzsteigerung für die oxidativen 
Phosphorylierung eine Rolle spielen könnte (Palade, 1953). Auch Crista junctions selbst 
unterscheiden sich in ihrer Struktur bei Vergleich von verschiedenen Gewebetypen (Zick et 
al., 2009b; Perkins et al., 1997; Frey et al., 2002). So wurden Crista junctions in neuronalen 
Mitochondrien als zirkulär mit einem Durchmesser von 28 nm (Perkins et al., 1997) 
beschrieben, wohingegen Crista junctions in Rattenlebern als elliptisch mit Durchmessern um 
die 20-50 nm charakterisiert worden sind (Mannella et al., 2001; Mannella et al., 1997).  
 
 Eine weitere morphologische Besonderheit von Mitochondrien sind Kontaktstellen der 
inneren und äußeren Membran. Sie sind durch eine im Elektronenmikroskop nicht mehr 
auflösbare Separierung beider Membranen charakterisiert. Die Kontaktstellen sind uniform 
und im Durchschnitt 7-14 nm breit (Pfanner et al., 1990; Hackenbrock, 1966). Zuerst 
beschrieben wurden die Kontaktstellen durch Hackenbrock, welcher metabolische Zustände 
mit mitochondrialer Ultrastruktur korrelierte (Hackenbrock, 1966; Hackenbrock, 1968a; 
Hackenbrock, 1968b). Nach Hackenbrock werden ein kondensierter und ein orthodoxer 
Zustand als charakteristische Mitochondrienkonformation beschrieben (Abbildung 2). Hierbei 
zeichnet sich der kondensierte Zustand durch Verringerung des Matrixvolumens mit 
konsekutiver Ablösung der inneren Grenzmembran von der Außenmembran aus. Auffällig ist 
ein selektives Fortbestehen von einigen wenigen Kontaktstellen der inneren und äußeren 
Membran. Diese Kontaktstellen konnten auch nach hypotonen Schwellen beobachtet werden 
und zeichnen sich durch eine hohe Detergenzienresistenz aus (van der Klei et al., 1994; 
Werner and Neupert, 1972). Über einen topologischen und funktionellen Zusammenhang von 
Crista junctions und Kontaktstellen bestehen bislang kontroverse Ergebnisse (Perkins et al., 




1997). Beide Membranen scheinen sich an Crista junctions anzunähern, entsprechen aber 
noch der doppelten Breite einer Membran (Abbildung 3) und unterscheiden sich demnach 
morphologisch von typischen Kontaktstellen. Beiden Strukturen wird jedoch eine wichtige 
Funktion im Aufrechterhalten von unterschiedlicher Protein- und Lipidzusammensetzung in 






























Abbildung 2 - Mitochondrien im kondensierten (links) und orthodoxen (rechts) Zustand 
Elektronenmikroskopische Aufnahmen zeigen die unvollständige Ablösung der mitochondrialen Innenmembran 
von der Außenmembran. Die adhärenten Membranabschnitte werden als Kontaktstellen bezeichnet (*). In An-
lehnung an Hackenbrock, 1968. 
Abbildung 3 - Crista junctions und Kontaktstellen 
Elektronenmikroskopie eines neuronalen Mitochondriums der 
Ratte (B). Vergrößerte Abschnitte im Bereich von Crista junc-
tions (A) mit schnürringartig abnehmendem Durchmesser am 
Übergang zum Intermembranraum. (C) Vergrößerte Abschnitte 
von mitochondrialem Intermembranraum mit klarer Separation 
der Innen- und Außenmembran. An einigen Membranabschnit-
ten zeigt sich eine zusammenhängende Innen- und Außenmemb-
ran (Kontaktstellen). Ein Intermembranraum lässt sich nicht 
mehr abgrenzen, die Separierung beider Membranen ist nicht 











Ein Beispiel für den engen Zusammenhang von Funktion und Morphologie konnte bei 
Mitochondrien des braunen Fettgewebes beobachtet werden. In diesem Gewebe wurde nach 
Einschleusen von Reduktionsäquivalenten kein signifikanter Anstieg der Adenosin-
Triphosphat-Konzentration nachgewiesen (Smith et al., 1966). Wenig später konnte hierfür 
ein unter adrenerger Kontrolle exklusiv im braunen Fettgewebe exprimiertes Protein 
(Thermogenin, Uncoupling Protein 1, UCP1) verantwortlich gemacht werden (Lean and 
James, 1983). Dieses Protein ist ein Fettsäure-abhängiger H
+
-Ionen-Kanal der Innenmembran 
(Fedorenko et al., 2012), welcher die elektrochemische Kopplung zwischen Atmungskette 
und ATP-Synthese aufhebt und so die durch Zellatmung gewonnen Energie dissipiert 
(Bouillaud et al., 1983). Dies ist die einzige Möglichkeit einer Muskelkontraktions-
unabhängigen Wärmentwicklung im Körper. Auch die Ultrastruktur von Mitochondrien im 
braunen Fettgewebe unterscheidet sich deutlich von anderen Gewebetypen. Perkins et al. 
konnten zeigen, dass Mitochondrien des braunen Fettgewebes ausschließlich aus lamellären 
Cristae bestehen und deutlich prominentere Crista junctions aufweisen. Darüber hinaus 
reichen die lamellären Cristae nahezu über das gesamte Mitochondrienvolumen, also von 
einer Seite des Mitochondriums zur gegenüberliegenden Seite (Perkins et al., 1998).  
Unter pathologischen Bedingungen wurden noch viele weitere morphologische Veränderun-
gen von Mitochondrien beschrieben (Abbildung 4 und 5). So sind beispielsweise atypische 
Mitochondrien in M. Alzheimer, M. Wilson, M. Parkinson, Kardiomyopathien und nach Me-
dikamenteneinnahme (beispielsweise bei Fluoxetin, Statinen sowie antiretrovirale Medika-
menten) beschrieben worden (Baloyannis, 2006; Roberts et al., 2008; Chu, 2010; Bueler, 
2010; Myung et al., 2003). Neben Kontaktstellen von mitochondrialer Außen- und Innen-
membran konnten kürzlich auch Organellen-übergreifende Kontaktstellen, sog. Mitochond-
rien-assoziierte ER-Membranen (MAM), beobachtet werden (Lebiedzinska et al., 2009; 
Wieckowski et al., 2009). Die Membranen werden physikalisch durch Proteinkomplexe zu-
sammengehalten. Die Kontaktstellen scheinen eine bedeutende physiologische Funktion im 
Calciumhaushalt, im Lipidtransfer, bei der Apoptose und Vererbung von mtDNA zu besitzen 
(Rizzuto et al., 2009; Hayashi et al., 2009; Decuypere et al., 2011; Hobbs et al., 2001). Der 
molekulare Aufbau des verbindenden Proteinkomplexes wurde kürzlich im Modellorganis-
mus Saccharomyces cerevisiae identifiziert und wird fortan als ER-mitochondria enconuter 
strcuture (ERMES) bezeichnet. Es ist ein heterotetramerer Komplex aus den Proteinen 
Mmm1, Mdm12 Mdm34 und Mdm10 (Kornmann et al., 2009). Kontrolliert werden die Ver-
bindungen durch die GTPase Gem1, welche Anzahl und Größe der ERMES-Komplexe regu-
liert (Kornmann et al., 2011).   






Abbildung 4 – Riesenmitochondrien  
1: Interfibrillär lokalisierte Riesenmitochondrien bei Kardiomyopathie (zum Vergleich normale Mitochondrien 
umgebend), 2: Riesenmitochondrien mit Glykogeneinschlüssen und irregulär konfigurierten und dicht gepack-
ten Cristae (3). Aus Tandler et al., 2002. (Tandler et al., 2002). 
Abbildung 5 – Morphologische Vielfalt von Mitochondrien in pathologischen Zuständen 
A, Mitochondrien aus Muskelfasern mit quergeschnittenen Myofibrillen (*); massive parakristalline Einschlüs-
sen (typisch bei Mitochondriopathien); B, vollständig, konzentrische Cristae (►) ohne abgrenzbare Matrix, 
daneben normale Mitochondrien (→); C, Leberbiopsie nach antiretroviraler Therapie mit vollständigem Verlust 









1.1.4 Molekularer Aufbau und mögliche Funktion von Crista junctions 
 
Der molekulare Aufbau von Crista junctions ist nicht gänzlich geklärt. Für die 
Entstehung und Aufrechterhaltung werden unterschiedliche Modelle angeführt. So postulieren 
Renken und Kollegen eine definierte Membranzusammensetzung und passive Druckvorgänge 
von Cytosol- und Matrixseite als Hauptgenesemechanismus der Crista junctions (Renken et 
al., 2002). Alternative Erklärungsversuche fokussieren sich auf die besondere Rolle von 
Proteinen und deren mögliche strukturgebende Funktionen. Bisher konnten bereits einige 
Proteine beschrieben werden, deren Mutation oder Deletion zu einer Alteration der Crista- 
bzw. Crista junction-Morphologie führt. Daher liegt bei diesen Proteinen eine entscheidende 
Rolle in der Struktur und Integrität für Crista junctions nahe. Zu den Vertretern zählen eine 
große Anzahl der die Dynamik von Mitochondrien regulierenden Proteine wie Ugo1 (Sesaki 
and Jensen, 2001), Mgm1 (Wong et al., 2003), Opa1 (Frezza et al., 2006) und Mdm31/32, 
sowie Komponenten des ERMES-Komplexes. 
Ebenso wurde der konservierten Proteinfamilie der Prohibitine eine Rolle in der Genese von 
Crista junctions zugeschrieben (Merkwirth and Langer, 2009). Für den Mechanismus wurden 
zwei unterschiedliche Arten der Regulation von Crista junctions angeführt: zum einen eine 
indirekte Regulation durch Opa1 und der beschleunigte Abbau von Opa1 zur kurzen Isoform 
in Abwesenheit der Prohibitine (Merkwirth et al., 2008), zum anderen die Ring-ähnliche 
Konfiguration der Prohibitin-Oligomer-Komplexe, welche für die Ausbildung von Crista 
junctions prädestiniert (Tatsuta et al., 2005).  
Darüber hinaus scheint auch die oligomere Struktur der F1Fo-ATPase und deren postulierter 
Antagonismus zu Mitofilin, bzw. Fcj1 (Formation of Crista Junction protein 1) in Hefe, eine 
wichtige Rolle in der Regulation der Cristaarchitektur zu spielen (Rabl et al., 2009). John und 
Kollegen beschrieben stapelartige Cristavesikel in HeLa-Zelllinien, in denen das 
Säugetierhomolog zu Mitofilin herunterreguliert war (John et al., 2005). Umgekehrt erzeugt 
die Überexpression von Fcj1 eine höhere Anzahl von Crista junction und internen 
Verzweigungen (Rabl et al., 2009). Sowohl Mitofilin als auch Fcj1 organisieren sich 
vermutlich in höhermolekularen Komplexen. 
Über die Beziehung zwischen Struktur und Funktion der Crista junctions wurden 
unterschiedliche Vermutungen angestellt. Zu ihnen gehören eine selektive Proteinlokalisation, 
Schaffung abgeschlossener metabolischer Räume sowie einer Regulation von apoptotischen 
Vorgängen (Cipolat et al., 2006). So konnte gezeigt werden, dass die Verteilung 




mitochondrialer Proteine über die mitochondrialen Membranen nicht zufällig, sondern 
spezifisch ist. Für Proteine der Importmaschinerie scheint eine Anreicherung in der IBM, 
besonders nach induzierter Importaktivität und Arrest, für Komplexe der Atmungskette eine 
Anreicherung in Cristamembranen wahrscheinlich (Vogel et al., 2006; Wurm and Jakobs, 
2006). Beide Beobachtungen legen die Vermutung nahe, dass eine spezifische Verteilung der 
Proteine in den Membranen ihrer Funktion entspricht. So ist eine für den Importmechanismus 
wichtige Annäherung von äußerer und innerer Membran in Bereichen der inneren 
Grenzmembran zu realisieren. Gleichzeitig ist unter der Bedingung einer nicht freien und mit 
ausreichend Geschwindigkeit stattfindenden Diffusion zwischen Cristae und 
Intermembranraum eine spezifischere, das Prinzip der chemiosmotischen Kopplung 
begünstigende Umgebung zu schaffen, als es im weitläufigen, nicht weiter abgegrenzten 
Intermembranraum der Fall wäre. Manella und Kollegen schlugen am Beispiel der Verteilung 
von ADP zwischen Intermembranraum und Intercristalraum auf der Grundlage von 
Computersimulation vor, dass Crista junctions ein Diffusionshindernis darstellen (Mannella et 
al., 2001). Demnach bestünde ein ADP-Konzentrationsunterscheid zwischen den beiden 
Subkompartimenten, der die Annahme nahelegt, dass die Bildung und Regulation von Crista 
junctions dieses Metabolitengleichgewicht beeinflussen könnte und damit indirekt die 
Aktivität und Effizienz der ATP-Synthese. Ebenso wurde eine ungleiche Verteilung für das 
Elektronen-transferierende Protein Cytochrom c beschrieben (Bernardi and Azzone, 1981). In 
diesem Zusammenhang schlugen Scorrano und Kollegen vor, dass die unter apoptotischen 
Bedingungen stattfindende Freisetzung von Cytochrom c mit einer Erweiterung der Crista 
junctions einhergeht (Scorrano et al., 2002). Eine besondere Rolle wird in diesem 
Zusammenhang dem bereits genannten Protein Opa1/Mgm1 und dessen unterschiedlichen 
Isoformen zugeschrieben (Cipolat et al., 2006). 
 
1.1.5 Molekularer Aufbau und mögliche Funktion mitochondrialer Kontaktstellen 
 
Der molekulare Aufbau mitochondrialer Kontaktstellen der Innen- und 
Außenmembran ist bislang unklar. Als molekulares Korrelat von transienten Kontaktstellen 
wird der TIM23-TOM-Superkomplex angesehen (Schleyer and Neupert, 1985; Schwaiger et 
al., 1987; Waegemann et al., 2015). Der Komplex setzt sich aus dem TOM-Komplex der 
Außenmembran (Translocase of the Outer Mitochondrial membrane) und dem TIM23/22-
Komplex der Innenmebran zusammen (Translocase of the Inner Mitochondrial membrane). Er 




ist neben mehreren Chaperonen und Copchaperonen für den Import cytosolisch translatierter 
Innenmembran- und Matrixproteine zuständig (Neupert and Herrmann, 2007). Diese durch 
Proteininteraktion hervorgerufenen Kontaktstellen können durch Importarrest mittels 
Fusionsproteinen oder Antikörperbindung im Elektronenmikroskop nachgewiesen werden 
(Pon et al., 1989). Transiente Kontaktstellen beschreiben also einen bestimmten 
Funktionszustand von Proteinkomplexen und sind im Gegensatz zu permanenten 
Kontaktstellen nicht ohne Induktion durch Importarretierung im Elektronenmikroskop zu 
erkennen.  
Untersuchungen von permanenten Kontaktstellen wurden bisher vornehmlich durch 
Auftrennung von osmotisch- und ultraschallbehandelten Mitochondrien durch einen 
Saccharosegradienten durchgeführt. Pon und Kollegen konnten zeigen, dass sich der TIM23-
TOM-Superkomplex mittels Arretierung durch ein Vorstufenproteine in der intermediären 
Dichte, also in den kontakthaltenden Vesikeln der Innen- und Außenmembran, anreichert 
(Pon et al., 1989). Bisher wurde nur Hexokinase (Ohlendieck et al., 1986) als mögliche 
Proteinkomponente von Kontaktstellen charakterisiert. Andere in der intermediären Dichte 
angereicherte Proteine wurden von Perkins und Kollegen CSP1 (100kDa) und CSP2 (64kDa) 
genannt, konnten aber nicht genauer zugeordnet und analysiert werden (Perkins et al., 1997). 
Als weiteres mögliches molekulares Korrelat konnten Beutner und Kollegen einen 
Proteinkomplex aus ADP/ATP-Translokase, mitochondrialer Kreatinkinase (mtCK) und 
mitochondrialem Porin beschreiben (Beutner et al., 1998; Beutner et al., 1996). So wiesen 
Mitochondrien von transgenen Mäusen (mit Expression einer hepatischen mtCK) eine 
deutlich erhöhte Resistenz gegenüber Detergenzien im Vergleich zum Wildtyp auf. Die 
Beobachtung wurde auf eine erhöhte Anzahl mitochondrialer Kontaktstellen zurückgeführt. 
Speer und Kollegen konnten aber auch feststellen, dass der Komplex nicht einziges Korrelat 
mitochondrialer Kontaktstellen sein kann, da auch in hepatischen Wildtypmitochondrien, 
welche naturgemäß keine mitochondriale Isoform der Kreatinkinase exprimieren, 
Kontaktstellen zu detektieren waren (Speer et al., 2005).  
 
1.2 Mitochondriale Erkrankungen 
 
Mitochondriale Erkrankungen sind mit einer Prävalenz von 9,2/100.000 relativ seltene 
und eine klinisch heterogene Gruppe von Pathologien, welche durch eine Störung der 
mitochondrialen Funktion hervorgerufen werden (Schaefer et al., 2008). Daraus resultierend 




sind Organe mit einer hoher Abhängigkeit von einem aeroben Metabolismus besonders von 
mitochondrialen Erkrankungen betroffen (Wallace, 1999). Unter primären mitochondrialen 
Erkrankungen im engeren Sinne verstehen sich Krankheiten, welche durch Mutationen in für 
mitochondriale Proteine codierenden Genen verursacht werden. Bisher wurden Mutationen in 
228 Protein-codierenden Kern-DNA Genen und 13 Mitochondrien-DNA Genen mit humanen 
Krankheiten in Verbindung gebracht. Hinzu kommen 22 tRNA und 2rRNA codierende Gene 
der mtDNA (Koopman et al., 2012). Mutationen der mtDNA können sowohl sporadisch als 
auch maternal vererbt auftreten. Im Zusammenhang mit Mutationen der mtDNA sind die 
Begriffe Homoplasmie und Heteroplasmie von besonderer Bedeutung. Dabei bedeutet 
Homoplasmie ein Übereinstimmen von allen Kopien des mitochondrialen Genoms, 
Heteroplasmie ein Vorhandensein von zwei oder mehr mitochondrialen Genotypen. So 
können Zellen sowohl Anteile mutierter als auch intakter mtDNA enthalten. Im diesem Falle 
ist für viele Mutationsformen ein Schwellenwert postuliert, ab dem eine Abnahme der 
respiratorischen Effizienz signifikant ist und Krankheiten manifest werden. Der exakte 
Schwellenwert unterscheidet sich zwischen den verschiedenen Gewebetypen, ist aber auch 
stark von der jeweiligen Mutation abhängig (DiMauro, 2004). Als allgemeiner Richtwert wird 
ein Anteil mutierter mtDNA von 60-80% angenommen (Boulet et al., 1992; Sciacco et al., 
1994). 
Primäre mitochondriale Erkrankungen können zum einen als Folge von Defekten in der 
Biogenese von Mitochondrien selbst und ihrer DNA, zum anderen durch Mutationen in 
Atmungskettenkomplexen und deren Assemblierungsfaktoren durch nukleäre Genmutation 
entstehen. Dementsprechend können sie auch Mendelschen Vererbungsregeln folgen 
(Craigen, 2012). Zu den sekundären mitochondrialen Erkrankungen zählt man solche, die 
durch äußeren Einfluss entstehen, wie z.B. Pharmaka. Prominente Beispiele sind Amiodaron, 
Statine, Halothan, Doxorubicin und einige Antibiotika (Cohen, 2010). Weiterhin sind einige 
Viren in ihrer Pathogenese durch einen Eingriff in die mitochondriale Funktion 
gekennzeichnet (Williamson et al., 2012). Als Mitochondrien-assoziierte Erkrankungen 
werden alle nicht-monogenetischen Symptomenkomplexe verstanden, bei denen eine 
relevante Mitochondriendysfunktion im Rahmen der Pathogenese beobachtet wird. Hierzu 
zählen beispielhaft Morbus Alzheimer (Parker et al., 1994; Swerdlow, 2007), Morbus 
Parkinson (Correia et al., 2012), Amyotrophe Lateralsklerose (Martin, 2011), das Glaukom 
(Chrysostomou et al., 2012), Chorea Huntington (Costa and Scorrano, 2012; Shirendeb et al., 
2012), Methylmalonazidurie, die Wilson-Krankheit und Diabetes mellitus (Schapira, 2012; 
Milone, 2012).  




Warburg brachte 1956 das erste Mal auch neoplastische Vorgänge und mitochondriale 
Pathologie in einen funktionellen Zusammenhang. So generieren Tumorzellen, verglichen mit 
normalen Zellen, erheblich mehr ATP durch die Glykolyse als durch oxidative 
Phosphorylierung („Warburg-Effekt“) (Warburg, 1956). Dieser Effekt kann möglicherweise 
die Produktion von Lipiden, Aminosäuren und Nukleotiden begünstigen, das Zellüberleben 
durch erhöhte NADPH-Konzentrationen und erhöhte hypoxische Resistenz verbessern, und 
ein Tumorzellenwachstums begünstigendes azidotisches Milieu schaffen (Vander Heiden et 
al., 2009; Kroemer and Pouyssegur, 2008). In diesem Zusammenhang lässt sich auch die 
Beobachtung von „loss-of-function“-Mutationen in Enzymen des Citratzyklus bei 
Malignomen erklären (Bayley and Devilee, 2010; Baysal et al., 2000; Astuti et al., 2001).  
Die Komplexität der Klassifikation von mitochondrialen Erkrankungen kommt durch die 
schwache Korrelation von Geno- und Phänotyp zustande. So können gleiche Phänotypen 
durch unterschiedlichste Mutationen hervorgerufen werden, gleiche Mutationen aber auch zu 
unterschiedlichsten Phänotypen führen. Eine Klassifizierungsmöglichkeit ist die streng 
genetische. Tabelle 1 zeigt eine Einteilung und Übersicht der zugehörigen Phänotypen und 
Gene (zusammengestellt nach www.mitomap.org). 
 
1.2.1 Klinische Symptomatik und Syndromologie von Mitochondriopathien 
 
Die Manifestation einer mitochondrialen Erkrankung kann in jedem Alter auftreten 
(Leonard and Schapira, 2000). Relativ häufig ist eine pränatale Manifestation (von Kleist-
Retzow et al., 2003). Mutationen von nukleären Genen, welche für Untereinheiten der 
Atmungskettenkomplexe codieren, demaskieren sich gehäuft in der Kindheit und verlaufen 
normalerweise protrahiert (Schapira, 2012). Typisch klinische Erscheinungsformen einer 
mitochondrialen Erkrankung sind: Ptosis, Ophtalmoplegie (Payne et al., 2004), 
Kardiomyopathie (Griffiths, 2012), sensoneurale Blindheit, Atrophie des Nervus opticus, 
Diabetes mellitus, Demenz, Ataxie, Spastik und Chorea. Eine Vielzahl von Symptomen tritt 
gehäuft in komplexen Syndromen auf. Eine Zusammenstellung findet sich in Tabelle 2. 
 
1.2.2 Diagnose und Therapie mitochondrialer Erkrankungen in der Klinik 
 
Eine frühe und korrekte Diagnose mitochondrialer Erkrankungen ist in vielerlei 
Hinsicht entscheidend. Auch wenn die Handhabung der meisten Mitochondriopathien sich auf 




eine symptomatisch-unterstützende Therapie beschränkt, können potenzielle Risiken und 
unnötige weitere Diagnostik vermieden werden. Beispielsweise können Aminoglykosid-
Unverträglichkeiten bei bestimmten Mutationsformen erkannt, der häufig prävalente Diabetes 
in mitochondrialen Erkrankungen behandelt und Kardiomyopathien frühzeitig in ihrer 
Progression abgemildert werden. Die Möglichkeit einer mitochondrialen Erkrankung sollte 
prinzipiell bei allen bereits genannten (1.2.1), länger oder periodisch auftretenden typischen 
Symptomen in Betracht gezogen werden. Wichtige Säulen in der Diagnosefindung sind: 
Stammbaumanalyse, Bestimmung von Lactat im Blut, Urin und Liquor (Trijbels et al., 1988) 
sowie 3-Methyl-Glukonat im Serum (Wortmann et al., 2006), Belastungstests wie 
Fahrradergometrie oder Fasten, ophtalmologische Statuserhebung, Überprüfen einer 
Innenohrschwerhörigkeit, spektrometrische Erfassung der OXPHOS-Enzym-Aktivität aus 
Muskelbiopsien sowie Strukturanalyse mittels Blau-Nativ-Gelen von Gewebeproben und 
mtDNA-Sequenzierung (van Eijsden et al., 2006). In der Differenzialdiagnose einer 
mitochondrialen Erkrankung kann auch eine moderne neuroradiologische Diagnostik dienlich 
sein (Barragan-Campos et al., 2005). Einige strukturelle ZNS-Veränderungen deuten auf das 
Vorhandensein einer mitochondrialen Funktionsstörung hin. Zu den Veränderungen zählen 
beispielhaft cerebelläre Atrophie (Scaglia et al., 2005), fokal bilateral, symmetrische Läsionen 
in der grauen Substanz (Lee et al., 2009), sog. Schlaganfall-ähnliche Läsionen (Barkovich et 
al., 1993), regional erhöhte Lactat-Werte in der kranialen 
1
H-MRT-Messung (Lin et al., 2003) 
und verminderte Werte für die 
31
P-MRT-Messung mit hochenergetischen Phosphaten 
(Toscano et al., 1995). In der Vergangenheit wurden viele präventive und symptomatische 
Behandlungsstrategien einer Mitochondriopathie vorgeschlagen. Hierzu zählen: moderates 
Ausdauertraining, engmaschige Kontrolle bei Narkosen, kardiale Kontrollen, Vermeidung 
von mitochondriotoxischen Medikamenten wie Chloramphenicol, Tetrazykline und die bereits 
erwähnten Aminoglykoside. Neben der symptomatischen Behandlung, der genetischen 
Beratung und Aufklärung des Patienten wurden auch Medikamente bzw. Supplemente wie 
Ubichinon (Rotig et al., 2000; Ogasahara et al., 1986), Idebenone (Mashima et al., 2000; 
Mashima et al., 1992), Thiamin, Riboflavin, Ascorbat, Succinat, Creatin, Carnitin, 
Dichloracetat und Glukokortikoide für eine spezifischere Therapie getestet. Starke Evidenz 
für eine signifikante Verbesserung klinischer Symptome besteht nur für die Ubichinon-
Supplementierung bei primärer, isolierter Ubichinon-Defizienz. Da aber sowohl Ubichinon- 
als auch Riboflavin sehr wenig Nebenwirkungen zeigen und von einzelnen, den 
Krankheitsverlauf begünstigenden Ergebnissen berichtet wurde, raten viele Autoren, bei 
jedweder mitochondrialen Erkrankung eine Supplementierung der beiden Substanzen 




vorzunehmen. Zurzeit wird intensiv an spezifischeren Pharmaka geforscht, die eine 
mitochondriale Fehlfunktion verzögern und die Genese von reaktiven Sauerstoffspezies und 
pathologischen Aggregaten verhindern.  
 
 
 Tabelle 1 - Übersicht über verschiedene nukleäre und mitochondriale Mutationen und der 
damit assoziierten Syndrome   
nDNA-Mutationen mtDNA-Mutationen 
Mutation in Atmungskettenuntereinheiten Depletionen/Duplikationen 
 Leigh-Syndrom, Komplex I Defizienz (Gene: NDUFS1, 
NDUFS4, NDUFS7, NDUFS8, NDUFV1 
 Leigh-Syndrom mit Komplex II Defizienz (Gen: SDHA) 
 Leukodystrophie mit Komplex II-Defizienz (Gen SDHAF1) 
 Optikus Atrophie und Ataxie mit Komplex II-Defizienz (Gen: 
SDHA) 
 




Mutationen in Atmungsketten-Assemblierungsfaktoren Punktmutationen 
 Leigh-Syndrom (Gene: SURF1, LRPPRC) 
 Hepatopathie und Ketoazidose (Gene: SCO1) 
 Leukodystrophie und renale Tubulopathie (Gen: COX10) 
 Hypertrophe Cardiomyopathie (Gen: COX15) 




Mutationen in Atmungsketten-Translationsfaktoren tRNA-Gene 
 Leigh-Syndrom (Gen: GFM1) 
 Lactat-Azidose und Dysmorphismus (Gen: MRPS16) 





Mutationen mit Assoziation zu mtDNA-Deletionen rRNA-Gene 
 Autosomal progressive externe Ophtalmoplegie (Gene: POLG, 
POLG2) 
 Alpers-Huttenlocher-Syndrom (Gen: POLG) 
 Spinale Muskelatrophie (Gen: TK2) 
 Encephalopathie und Leberversagen (Gen: DGUOK) 
 
 Aminoglykosid-induzierte Taubheit 
Nicht zugeordnet  
 Coenzym Q10-Defizienz (Gene: COQ2, COQ9)  
 Barth-Syndrom (Gen: TAZ)  
nDNA, nukleäre DNA; mtDNA, mitochondriale DNA; MELAS, engl. Mitochondrial encephalomyopathy, lactic 
acidosis, and stroke-like episodes; MERF, engl. Myoclonic epilepsy with ragged red fibers; LHON, engl. Leber 
hereditary optic neuropathy. Die Gennamen bzw. deren Abkürzungen entsammen der NCBI-Gendatenbank 
(www.ncbi.nlm.nih.gov/gene/). 
 




Tabelle 2 - Übersicht über Symptomologie und Prävalenz verschiedener mitochondrialer Syn-
drome 
 
   













 Spastische Quadriplegie 
 Mikrozephalie 
 Mentale Retardierung 
1/100.0
00 
(Davidzon et al., 2005; 
Gauthier-Villars et al., 
2001; Naviaux and 
Nguyen, 2005; Sofou et 
al., 2012) 
CPEO  Ptosis 




 (Smits et al., 2011; 




 PEO <20 Jahre 
 Atypische Retinitis pigmentosa 
 Eins der Folgenden: CSF-Protein 




 Bilaterale Taubheit 
 Diabtes mellitus 
 Hypoparathyroidismus 
 Demenz 






(Marie et al., 1999; 
Kearns and Sayre, 1958; 
Lestienne and Ponsot, 




 Knochenmarksinsuffizienz mit 
rezidivierender sideroblastischer 
Anämie, Thrombo- und Neutrozy-
topenie sowie typischen cyto-
plasmatischen Vakuolen 






(Demeocq et al., 
1983; Pearson et al., 




 Verlust der Kopfmuskulatur-
Kontrolle, progredient diffuse 
Hypotonie 
 Fieber, Epilepsie 
 Dystonie, Dysarthrie 









(Leigh, 1951; Morris 
and Harbord, 1993; 
Rahman et al., 1996; 






 Retinitis pigmentosa  
 Klinisches Kontinuum zu Leigh-
Syndrom möglich 
 Epillepsie 
 Sensoneurale Taubheit 
 Diabetes mellitus 
 Lactatazidose  
un-
bekannt 
(Sciacco et al., 2003; 
Fryer et al., 1994; 
Rawle and Larner, 
2013) 
MELAS  Schlaganfall-ähnliche Episoden 
 Epilepsie 
 Lactatazidose 
 ‘ragged red fibers’ 
 
 Kortikale Blindheit 
 Demenz 
 Muskelschwäche 




(El-Hattab et al., 
2015) 
MERRF  Myoklonus 
 Epilepsie 
 Cerebelläre Ataxie 










(Fukuhara et al., 
1980; Remes et al., 
2003; Mancuso et al., 
2013) 
LHON Schmerzloser, schnell progressiver 




(Piotrowska et al., 
2015) 
 
CPEO, chronisch progressive externe Opthalmoplegie; NARP-Syndrom, Neuropathie-Ataxie-Retinopathia-
Pigmentosa-Syndrom; MELAS, engl. Mitochondrial encephalomyopathy, lactic acidosis, and stroke-like epi-
sodes; MERF, engl. Myoclonic epilepsy with ragged red fibers; LHON, engl. Leber hereditary optic neuropa-
thy 
 




1.3 Zielsetzung der Arbeit 
 
In der vorliegenden Arbeit sollten permanenten Kontaktstellen der inneren und äußeren 
Mitochondrienmembran am Modellorganismus der Bäckerhefe (Saccharomyces cerevisiae) 
näher charakterisiert werden. Die molekulare Natur dieser Kontaktstellen ist bisher nicht 
geklärt.  
Durch eine Kombination der dichteabhängigen mitochondrialen Vesikeltrennung und neueren 
semiquantitativen Verfahren der Proteomik sollten Proteine, welche in Membranfraktionen 
der intermediären Dichte, also mit Bestandteilen von sowohl Außen- als auch Innenmembran, 
anreichern, identifiziert werden. Zunächst sollte ein Marker-Protein für diese Dichte-Fraktion 
etabliert werden, mit Hilfe dessen sich weitere Proteine mit gleicher Verteilung ausmachen 
lassen. Neben der Analyse neuer und bereits beschriebener Kontaktstellen-Proteine sollten mit 
der proteomischen Analyse weitere Fragen beantwortet werden: Zeigen unterschiedliche 
Proteinkomplexe spezifische Verteilungsmuster? Sind Innenmembranproteine zufällig oder 
spezifisch zwischen Cristamembran und innerer Grenzmembran verteilt? Können Proteine aus 
anderen Organellen auf Grund anderer Verteilungsmuster identifiziert werden? Wie verhalten 
sich Proteine in Mitochondrien-assoziierten Membranen? Zeigen z.B. Proteine des ERMES-
Komplexes ein spezifisches Dichteverhalten? Gibt es weitere Proteine, die einen Organellen-
übergreifenden Membran-Kontakt herstellen? 
Neben der Identifikation von Proteinen, welche an der Ausbildung von Kontaktstellen 
zwischen mitochondrialen Membranen und dem endoplasmatischem Retikulum beteiligt sein 
könnten, sollte auch eine mögliche Funktion dieser Kontaktstellenkomplexe diskutiert 
werden.  
Im zweiten Teil der Arbeit sollte das Protein Aim31 und dessen Funktion im Rahmen der 
Atmungskette analysiert werden. Besonderer Wert sollte dabei neben grundlegender 
Charakterisierung und Bedeutung für das Zellwachstum auf möglichen topologischen und 
funktionellen Interaktionen mit der Cytochrom c-Oxidase und deren Assemblierung bzw. 
Heterooligomerisierung zu Superkomplexen liegen. 
Dabei sollten auch eventuelle systembiologische Zusammenhänge zwischen Crista junctions, 
Atmungskettenassemblierung und Aufrechterhaltung eines unterschiedlichen 
Proteingradienten in den mitochondrialen Subkompartimenten in dieser Arbeit erörtert 
werden. 




2 Material und Methoden 
2.1 Proteinchemische Methoden 
2.1.1 Proteinpräzipitation mittels Trichloressigsäure 
Zur Konzentrierung von Proteinen oder für Pufferwechsel wurden Proteinproben durch 
Zugabe von 72% (w/v) Trichloressigsäure (TCA) bis zu einer Endkonzentration von 12% 
(w/v) und einer anschließenden Inkubation von mindestens 30 min auf Eis präzipitiert. 
Danach wurden die ausgefällten Proteine für 15 min bei 20000 xg und 4°C pelletiert und 
mittels Zugabe von eiskaltem Aceton lipidfrei gewaschen. Für eine sich anschließende SDS-
Gelelektrophorese (2.1.3) wurden die Proben nach Lufttrocknung in SDS-Probenpuffer 
(2.1.3) gelöst und für mindestens 5 min bei Raumtemperatur geschüttelt. Anschließend 
erfolgte eine Inkubation für 5 min bei 95°C. 
2.1.2 Bestimmung der Proteinkonzentration in Lösungen 
Die quantitative Bestimmung von Proteinkonzentrationen erfolgte mittels der 
photometrischen Methode nach Bradford (Bradford, 1976). Hierbei wurde die photometrische 
Extinktion der Probe bei 595nm (Biophotometer plus, Eppendorf, München) bestimmt. Zuvor 
wurde die Probe durch Zugabe von 1 ml einer 1:5 verdünnten Assayreagenz (Biorad, 
München) und eine sich anschließende Inkubation von 10 min vorbereitet. Analog wurde zur 
Erstellung einer Eichkurve eine Proteinkonzentrationsreihe mit unterschiedlichen, 
standardisierten Schweineserumalbumin-Proben (3, 6, 12 und 24 µg/ml) gemessen. Daraufhin 
erfolgte die Bestimmung der Probenproteinkonzentration mittels Berechnung aus selbiger 
Eichkurve. 
2.1.3 Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese (SDS-Page) 
Die Auftrennung denaturierter Proteine nach ihrer Molekülmasse erfolgte durch eine 
diskontinuierliche SDS-Page nach Laemmli (Laemmli, 1970). Hierzu wurde das Trenngel in 
eine Form zwischen zwei durch ein Bodengel abgedichtete 16 x 18 cm große Glasplatten 
gegossen. Die Dicke der Abstandshalter variierte je nach Versuch und verwendeten 
Probenkämmen zwischen 0,8 - 1,4 mm. Sowohl die Acrylamidkonzentration (10 - 18%), als 
auch die Bis-acrylamidkonzentration (0,08 - 0,13%) variierten je nach gewünschter 
Auflösung. Die in die Probentaschen eingeführten Proben wurden vor der Elektrophorese in 
einen SDS-Probenpuffer gelöst und für 5 min bei 95°C erhitzt. Als Größenstandards dienten 
kommerzielle Proteinstandards (Biorad, München). Je nach verwendeter Geldichte erfolgte 
die Gelelektrophorese bei 30 mA für 1,5 - 3 h bei Raumtemperatur. Im Anschluss wurden die 




aufgetrennten Proteine je nach Experimentenansatz mit Comassie-Blau gefärbt (2.1.5) oder 
zur weiteren Analyse auf eine Nitrozellulosemembran transferiert (2.1.6). 
Bodengel 1-2% Agarose gelöst in SDS-Laufpuffer 
Trenngel 8-16% (w/v) Acrylamid; 0,13-0,23% (w/v) Bis-acrylamid; 0,1% (w/v) SDS; 375mM Tris/HCl pH 
8,8; Polymerisationsbeginn: 0,05% (w/v) APS; 0,1% (v/v) TEMED 
Sammelgel 5 % (w/v) Acrylamid; 0,08% (w/v) Bis-acrylamid; 0,1% (w/v) SDS; 0,05% (w/v); 60mM Tris/HCl 
pH 6,8; Polymerisationsbeginn: 0,05% (w/v) APS; 0,1% (v/v) TEMED 
SDS-Laufpuffer 0,1% (w/v) SDS; 380mM Glycin; 50mM Tris/HCl pH 8,3 
SDS-Probenlösung  2% (w/v) SDS; 5% (v/v) β-Mercaptophenol; 60mM Tris/HCl pH 6,8; 10% (v/v) Glycerol; 
Bromphenolblau pH 6,8 
  
2.1.4 Blau-Nativ-Polyacyrlamid-Gelelektrophorese (BN-Page) 
Um eine Auftrennung von Proteinkomplexen unter nativen Bedingungen zu erhalten, erfolgte 
eine Blau-Nativ-Gelelektrophorese nach Wittig und Schägger (Wittig et al., 2006a). Zunächst 
wurden die Gradienten-Separations-Gele mit Hilfe eines Gradientenmixers zwischen zwei 
Glasplatten bei 4°C gegossen (14 x 14 x ~0,16 cm). Die Polymerisation erfolgte durch eine 
30-minütige Inkubation bei Raumtemperatur. Nach Polymerisation des Trenngels wurde bei 
Raumtemperatur das Sammelgel aufgegossen und ein entsprechender Probenkamm eingefügt. 
Anschließend wurde der Kamm entfernt und das Gel in Gelpuffer gelagert. Pro Gelspur 
wurden pelletierte (20000 xg, 10 min, 4°C) Mitochondrien (~400 µg Protein) in 40µl des 
Solubilisierungspuffers 1 gelöst. Anschließend erfolgte die Zugabe von 6 µl 20% (w/v) 
Digitonin (3.0 g/g). Nach der Probenauftragung erfolgte die Gelelektrophoerese bei 4°C für 2 
- 4 h (15 mA, Spannungslimit: 500 V). Hierbei wurde bis zum Auslaufen der Front im oberen 
Drittel der konzentrierte Kathodenpuffer benutzt und anschließend durch den Anodenpuffer 
B/10 ersetzt, um die Effizienz des späteren Proteintransfers auf eine PVDF-Membran zu 
erhöhen. Als Größenstandards dienten kommerzielle Proteinstandards (Biorad, München). 
Gelpuffer 75mM Imidazol; 1,5M 6-Aminocapronsäure; pH 7,0 angepasst mit HCl 
Anodenpuffer 25mM Imidazol, pH 7,0 angepasst mit HCl 
Kathodenpuffer 50mM Tricin; 0,02% (w/v) Coomassie Blau G-250; 7,5mM Imidazol; pH ~7,0; gelagert bei 4°C 
Kathodenpuffer C/10 50mM Tricin; 0,002%(w/v)  Coomassie Blau G-250; 7,5mM Imidazol 
Solubilisierungspuffer 1 50mM NaCl, 50mM Imidazol/HCl, 2mM 6-Aminocapronsäure; 1mM EDTA; pH 7,0 (bei 4°C) 
Solubilisierungspuffer 2 50mM Imidazol/HCl; 500mM 6-Aminocapronsäure, 1mM EDTA; pH 7,0 (bei 4°C) 
AB-3 Mix 48% (w/v) Acrylamid; 1,5% (w/v) Bis-acrylamid  
Sammelgel 0,44ml AB-3 Mix; 2ml 3x Gelpuffer; 3,4ml H2O; 50µl 10% (w/v) APS; 5µl TEMED 
Gradienten-Trenngel (4%) 1,5ml AB-3 Mix; 6ml 3x Gelpuffer; 10,4ml H2O; 100µl 10% (w/v) APS; 10µml TEMED 
Gradienten-Trenngel (13%) 3,9ml AB-3 Mix; 5ml 3x Gelpuffer; 3g Glycerol; 3ml H2O; 75µml 10% (w/v) APS; 10µl TEMED 





Um elektrophoretisch separierte Proteine nach SDS-Page sichtbar zu machen, wurden die 
Gele mit Coomassie-Blau gefärbt. Hierzu wurden die Gele für ca. 1 - 1,5 h bei 
Raumtemperatur in der Färbelösung geschwenkt. Anschließend wurde durch Zugabe einer 
Entfärberlösung der Kontrast zwischen Proteinbanden und Hintergrund so lange erhöht, bis 
die gewünschte visuelle Differenzierbarkeit der Banden erreicht wurde. 
Farblösung 0,1% (w/v) Coomassie Blau G-250; 30% (v/v) Methanol; 10% (v/v) Essigsäure 
Entfärbelösung 40% (v/v) Methanol; 10% (v/v) Essigsäure 
 
2.1.6 Proteintransfer auf Nitrozellulose- oder PVDF-Membranen 
Durch SDS- oder Blau-Nativ-PAGE aufgetrennte Proteine wurden durch Elektrophorese in 
einem Halbtrocken- oder Nassverfahren auf eine Nitrozellulose- bzw. PDVF-Membran 
übertragen. Beim Halbtrockenverfahren wurden hierfür zunächst Nitrozellulosemembran, Gel 
und Whatman Filterpapier in einem Blot-Puffer äquilibriert. Anschließend wurde auf die 
Graphitanode nacheinander eine Lage Filterpapier, die äquilibrierte Membran, das SDS-Gel 
und ein weiteres Filterpapier aufgebracht. Unter Druck wurde die Blot-Kammer mit der 
zweiten Graphit-Elektrode geschlossen. Der Proteintransfer erfolgt bei RT für 1,5 h mit 1,5 
mA/cm². Anschließend folgten eine Sichtbarmachung der Proteine mittels Ponceau-Lösung 
sowie ihre nachfolgende Entfärbung mittels TBS (je unter leichtem Schwenken). Für das 
Nassverfahren wurde ein Tank-Blot (Hoefer, Inc., Holliston, USA) benutzt und die 
Membranaktivierung erfolgte über eine 15-minütige Inkubation in Methanol und 
anschließender Äquilibrierung in BN-Blot-Puffer. Analog zum halbtrockenen Verfahren 
wurden die Whatman Filterpapiere und das Gel ebenfalls im Blot-Puffer äquilibriert. Der 
Proteintransfer erfolgt für 3 h bei 4°C mit 20 V und Stromstärkenlimitierung auf 0,5 mA cm
-2
. 
Anschließend wurden eine Hintergrundentfärbung und Protein-Fixation mittels 25% 
Methanol und 10% Essigsäure durchgeführt. Vor Immundekoration wurde die Membran 
daraufhin vollständig mit reinem Methanol entfärbt. 
Blot-Puffer 20% (v/v) Methanol; 0,02% (w/v) SDS; 20mM Tris; 150mM Glycin 
TBS 10mM Tris/HCl; 150mM NaCl; pH 7,5 
Ponceau-Lösung 0,2% (w/v) Ponceau S in 3% (w/v) TCA 
BN-Blot-Puffer 50mM Tricin; 7,5mM Imidazol; pH~7,0 
 




2.1.7 Affinitätschromatographie von Proteinen mit Histidyl-Markierung 
Zur Analyse von Protein-Protein-Interaktionen in vivo wurden isolierte Mitochondrien von 
Histidyl-getagten Hefestämmen verwendet (2.2.12). Hierzu wurden mittels Kopräzipitation an 
Ni-NTA-Agarose-Kugeln und anschließender SDS-Page (2.1.3), Western-Blotting (2.1.6) und 
Immundekoration (2.3.3) Bindungspartner identifiziert. Nach Solubilisierung 1 mg isolierter 
Hefe-Mitochondrien in 1 ml Digitonin- bzw. Triton-Lysepuffer erfolgte die Pelletierung nicht 
solubilisierter Mitochondrien. Als Referenz dienten 10% des Überstandes, welche mit TCA-
Fällung und anschließender Solubilisierung in SDS-Probenlösung (2.1.3) behandelt wurden 
(T/totales Lysat). Die Ni-NTA-Kugel-Suspension wurde dreimal mit entsalztem H2O und 
zweimal mit 500 µl Äquilibrierungspuffer gereinigt beziehungsweise äquilibriert. 
Anschließend erfolgte die Auftragung von 90% des oben beschriebenen Überstandes auf die 
Ni-NTA-Kugeln. Danach folgte eine einstündige Inkubation im Rotationsschüttler bei 4°C 
zur Bindung der Hexahistidyl-markierten Proteine und der Interaktionspartner an die Ni-
NTA-Oberfläche. Im Anschluss wurden 10% des Überstandes zur Kontrolle abgenommen 
und gleich der obigen ersten Referenz (T) behandelt (Ü/Überstand). Zur Spezifitätserhöhung 
wurde die Ni-NTA-Agarose dreimal mit je 400µl des Äquilibrierungspuffer bei 4°C 
gewaschen. Die darauffolgende Elution erfolgte mittels 20µl einer Elutionslösung, welches 
das um die Bindungsstellen konkurrierendes Imidazol enthielt (E/Eluat). Die Fraktionen 
totales Lysat (T), Überstand (Ü) und Eluat (E) wurden im Anschluss mittels SDS-Page 
(2.1.3), Westernblotting (2.1.6) und Immundekoration (2.3.3) oder Coomassie-Färbung 
(2.1.5) und anschließender Massenspektrometrie (2.1.11) weiter analysiert. 
Digitonin-Lysepuffer 50mM Kaliumphosphat-Puffer; 50mM NaCl, 10mM Imidazol; 1mM PMSF; 1% (w/v) Digitonin; 
pH 8,0 
Triton-Lysepuffer 50mM Kaliumphosphat-Puffer; 50mM NaCl; 10mM Imidazol; 1mM PMSF; 1% (v/v) Triton X-100; 
pH 8,0 
Äquilibrierungspuffer 50mM Kaliumphosphat-Puffer; 50mM NaCl; 10mM Imidazol; 1mM PMSF; 0,05% (w/v) Digitonin 
/ 0,05% (v/v) TritonX-100; pH 8,0 
Elutionslösung 2% (w/v) SDS; 5% (v/v) β-Mercaptophenol; 60mM Tris/HCl pH 6,8; 10% (v/v) Glycerol; 
Bromphenolblau pH 6,8; 300mM Imidazol 
 
2.1.8 Affinitätschromatographie von Proteinen mit MBP-Markierung 
Zur Aufreinigung von Proteinen für die Immunisierung von Kaninchen wurde mit Maltose-
bindendes Protein (MBP) fusioniertes Aim31 (MBP-Δ1-89Aim31) über eine Amylose-Säule 
aufgereinigt. Hierzu wurde zunächst ein MBP-Δ1-89Aim31-exprimierender E. coli-Stamm 
(pMAL-Vektor, New England Biolabs) über Nacht bei 37°C in einem LB
Amp
-Medium 
kultiviert. Am nächsten Tag wurde die Kultur auf eine 200 ml Kultur mit einer Start-OD600 
von 0,2 verdünnt. Nach einer Stunde wurde die Kultur mit 1,5 ml 0,1M IPTG (Isopropyl-β-D-




thiogalactopyranosid) zur Expression des Fusionsproteins angeregt. Nach weiterer Inkubation 
der Kultur für 2 h bei 37°C wurde die Kultur bei 6000 xg geerntet und das Pellet in 20 ml 
Säulenpuffer resuspendiert. Nach einem weiteren Zentrifugationsschritt (6000 xg, 20 min, 
4°C) wurde das Pellet in 10 ml Lyse-Puffer aufgenommen. Nach einer einstündigen 
Inkubation bei 4°C im Überkopfschüttler wurden die Zellen durch Ultraschallbehandlung 
aufgeschlossen (12 x 10 s, mit jeweils 10-sekündiger Unterbrechung; Output Control: 4; Duty 
Cycle: 60%; Branson Sonifier 250). Nicht-aufgeschlossene Zellen und 
Zellmembranfragmente wurden in einem weiteren Zentrifugationsschritt pelletiert (20000 xg, 
4°C, 30 min). Während dieses Zentrifugationsschrittes wurden 600 µl Amylose-Beads 
(Amylose-Resin, New England Biolabs) in insgesamt 6 Waschschritten vorbereitet (3x mit 1 
ml ionenfreies H2O, 3x mit 1 ml Lyse-Puffer). Ein Waschschritt bestand jeweils aus 5 min 
Durchmischung im Überkopfschüttler bei 4°C und einer anschließenden Sedimentation für 20 
s bei 16000 xg und 4°C. Die lysierte Zelllösung wurde zusammen mit den Amylose-Beads in 
ein 15 ml Falcon-Gefäß überführt. Die Bindung erfolgte bei 4°C im Überkopfschüttler für 1,5 
h. Die Beads wurden im Anschluss in einer Falcon-Zentrifuge sedimentiert und der Überstand 
wurde verworfen. Nach einem 3-maligen Waschschritt mit je 1 ml des Lysepuffers folgte die 
Elution mit 0,5 ml Elutionspuffer und 5-minütiger Inkubation im Überkopfschüttler bei 4°C. 
Im Anschluss an die Zentrifugation (16000 xg, 20 s, 4°C) wurde der Überstand (aufgereinigte 
Antigenlösung) nach Konzentrationsbestimmung und etwaiger Verdünnung bei 4°C gelagert 
und zur Immunisierung verwendet (2.3.1).  
Säulen-Puffer 20mM Tris; 200mM NaCl; 1mM EDTA; pH 7,4 
Aufschluss-Puffer Säulen-Puffer; 1mM PMSF; Roche Complete Protease Inhibitor; 1mg/ml Lysozym, DNAse-Lösung 
Elutions-Puffer Säulen-Puffer; 10mM Maltose 
Lysozym-Lösung 200mg Lysozym und 1mg DNAse in 5ml H2O 
Proteaseinhibitor-
Lösung (Roche®) 
1 Tablette (cOmplete, EDTA-free Protease Inhibitor Cocktail®) in 1ml H2O 
2.1.9 Bestimmung der Cytochrom c-Oxidase-Aktivität 
Die Bestimmung der Cytochrom c-Oxidase-Aktivität erfolgte durch spektrometrische 





). Hierzu wurde in Wasser und Kaliumphosphatpuffer gelöstes Cytochrom c 
(0,8mM) zunächst durch die Hinzugabe von kleinen Mengen Natriumdithionit reduziert bis 
die Extinktion von 100 µl Cytochrom c Lösung in 1 ml Wasser zwischen 1,8 und 1,9 lag. Das 
noch vorhandene reduzierende Dithionit wurde daraufhin durch Vortexen oxidiert. Zur 
Herstellung einer solubilisierten mitochondrialen Proteinlösung wurde 1 mg 




Mitochondrienprotein bei 20000 xg für 10 min bei 4°C pelletiert und anschließend in 0,5% 
Triton-X100, 10mM Kaliumphosphat bis zu einer Endkonzentration von 1 µg/µl 
resuspendiert. Im Anschluss folgte eine Inkubation (20 min) bei 4°C zur 
Membransolubilisierung. Daraufhin wurde eine Probenküvette mit 80 µl reduziertem 
Cytochrom c und 900 µl 10mM Kaliumphosphat-Puffer vorbereitet. Die Cytochrom c-
Oxidase-Reaktion in der Probenküvette wurde durch Hinzugabe von 20 µl mitochondrialer 
Proteinlösung (1 µg/µl) gestartet. Die Absorption wurde für 2 min bei 550 nm im linearen 
Bereich gemessen. Um Hintergrundaktivitäten anderer enzymatischer Reaktionen zu 
berücksichtigen, wurde die Spezifität der Cytochrom c-Oxidation durch die Cytochochrom c-
Oxidase durch Hinzugabe von 40mM KCN verifiziert, bzw. ein etwaig fortbestehendes 
Hintergrundsignal wurde nicht mit in die Kalkulation der Cytochrom c-Oxidase-Aktivität mit 
einbezogen. Die Messung wurde dreimal mit je einer neuen Probe von mitochondrialem 
Protein des jeweilig untersuchten Hefestammes durchgeführt.  
 
2.1.10 Bestimmung der Ubichinol-Cytochrom c-Oxidoreduktase-Aktivität  
Die Bestimmung der Ubichinol-Cytochrom c-Oxidoreduktase-Aktivität erfolgte ebenso durch 





). Zunächst wurde nach den Angaben des Protokolls von Magri et 
al. eine reduzierte Ubichinon-Lösung hergestellt (Magri et al., 2010). Die Mitochondrien-
Solubilisierung erfolgte wie bereits beschrieben (2.1.9). Daraufhin wurde eine Küvette mit 
20µl mitochondrialer Proteinlösung (1µg/µl), 200 µl 10 mM Kaliumphosphat-Puffer, 40 µl 50 
mM NaN3 und 50 µl 1 mM oxidiertem Cytochrom c vorbereitet. Das Gesamtvolumen wurde 
durch Zugabe von ionenfreiem Wasser auf 990 µl vergrößert. Nach Notieren der 
Hintergrundaktivität wurde die Reaktion durch Zugabe von 10 µl einer reduzierten 
Ubichinon-Lösung gestartet. Die Extinktionsänderung über die Zeit wurde für 2 min 
registriert und im linearen Bereich ausgewertet. Um Hintergrundaktivitäten anderer 
enzymatischer Reaktionen zu berücksichtigen, wurde die Spezifität der Aktivität der 
Ubichinol-Cytochrom c-Oxidoreduktase durch Hinzugabe von Antimycin A verifiziert. Die 
Messung wurde dreimal mit je einer neuen Probe von mitochondrialem Protein des 
korrespondierenden Stammes durchgeführt. 
 
2.1.11 Proteinidentifikation mittels Massenspektrometrie 
Die Analyse und Auswertung der Proben erfolgte durch Marc Borath und Dr. Ignasi Forne 
(Biomedizinisches Zentrum München, Zentrales Institut für Proteinanalytik; 




Auftragsnummer: SID811_080910; Datum: 29.09.2010; Analyse: LC-MS). Die 
ausgeschnittenen Gelbanden wurden zunächst in Anlehnung an vorbestehenden Protokolle 
verdaut (Wilm et al., 1996; Shevchenko et al., 2000). Hierzu wurden die Gelstücke vorerst 
zweimal mit 100 µl destilliertem Wasser und dreimal mit 100 µl 25mM NH4HCO3 
gewaschen. Im Anschluss wurden die Proben dehydriert, in dem sie dreimal mit 100 µl 
Acetonitril gewaschen wurden. Die Gelstücke wurden daraufhin 1 h in 50µl 10mM DTT, das 
zuvor in 25mM NH4HCO3 gelöst wurde, inkubiert. Danach erfolgte die Reduktion von 
Cysteinresten durch eine Inkubation mit 50 µl 55 mM Iodoacetamid in 25mM NH4HCO3 und 
eine weitere Dehydrierung mit 100 µl Acetonitril. Nach Zugabe von 10 µl einer 
Trypsinlösung (Promega, Trypsin-Konzentration: 25 ng/µl gelöst in 25 mM NH4HCO3) 
wurden die Gelstücke für 45 min bei 4°C inkubiert. Nicht in die Gelstücke diffundierte 
Protease wurde abgenommen und die Gelfragmente wurden mit 25 mM NH4HCO3 bedeckt 
und für weitere 16 h bei 30°C verdaut. Für die Extraktion der verdauten Peptide wurden die 
Gelstücke zweimal mit 50 µl Lösung 1 und zweimal mit 50 µl Acetonitril inkubiert. Die 
Peptid-Lösung wurde getrocknet und die Peptide wurden im Anschluss wieder in 15 µl 
0,1%iger Ameisensäure gelöst und bei -20°C gelagert. Für die sich anschließende 
Massenspektrometrie wurden 13 der 15 µl in ein Ultimate HPLC system (LC Packing) 
injiziert und mit Hilfe einer C18 Mikrosäule entsalzt (300µm Innendurchmesser x 5mm, 
geladen mit C18 Pepmap®, 5µm, 100 Å, LC Packings). Die entsalzten Proben wurden mit 
Hilfe einer analytischen C18-Mikrosäule (75µm Innendurchmesser, ReproSil-Pur C18-AQ 
2.4µm, Dr. Maisch GmbH) und einem 40-minütigem Gradienten von 5% bis 60% Aceonitril 
in 0.1%iger Ameisensäure separiert. Das jeweilige Eluat wurde direkt mittels Elektrospraying 
in das LTQ-Orbitrap-Massenspektrometer gespeist.  
Die registrierten Peptide wurden durch Datenbankabgleich mittels Maskot 2.3 (Koenig et al., 
2008; Perkins et al., 1999) mit dem Hefe-Proteom abgeglichen (Bedingungen: NCBInr 
200911/ taxonomy Fungi; MS tol, 10ppm; MS/MS tol, 0.5 Da; variable Modifikationen 
Oxidation (M); Fixe Modifikationen: Carbamidomethyl (C)). Peptid-Fragmente, die 
ausschließlich in den Histidyl-getagten Gel-Fragmenten (His1-13; Batch-Nr: 
SID811_080910_His), nicht aber in der Wildtyp-Spur (wt1-13, Batch-Nr: 
SID811_080911_wt) zu detektieren waren, wurden als mögliche Interaktionspartner gewertet. 
Die Online-Links zu den Rohdaten-Tabellen der identifizierten Peptide befindet sich in einer 
Tabelle im Anhang der Arbeit (8).  
Lösung 1 50%  Acetonitril;  0,25% Trifluoressigsäure (TFA) 





2.2  Molekularbiologische Methoden 
2.2.1 Isolierung genomischer DNA aus Saccharomyces cerevisiae 
Zur Vorbereitung einer Gewinnung genomischer DNA aus dem Organismus S. cerevisiae 
wurde der Wildtypstamm W303 oder YPH499 über Nacht in einem glukosehaltigen 
Vollmedium (YPD, siehe 2.5) bei 30°C inkubiert. Die am Folgetag durchgeführte DNA-
Isolierung erfolgte nach Anleitung und mit Hilfe der Reagenzien eines kommerziellen Kits 
zur Extraktion genomischer DNA aus eukaryontischem Gewebeproben/Zellen (Wizard 
Genomic DNA Purification Kit, Promega). 
2.2.2 Plasmid-DNA-Isolierung aus Escheria coli 
Das angewandte Verfahren zur Extraktion von Plasmid-DNA basiert auf den Grundsätzen der 
alkalischen Lyse nach Birnboim und Doly (Birnboim and Doly, 1979). Hierzu wurden E. coli-
Bakterien in 5ml LB
Amp
-Medium (2.5.2) über Nacht bei 37°C kultiviert. Die Hälfte der 
Flüssigkultur wurde am Folgetag bei 160000 xg für eine Minute pelletiert. Nach Verwerfen 
des Überstands wurden die Bakterien in 100 µl der Lösung 1 resuspendiert. Die alkalische 
Lyse wurde nach Zugabe von 200 µl der Lösung 2 induziert. Es erfolgte ein vorsichtiger 
Mischvorgang durch manuelles Invertieren. Die Ausfällung der Proteine und genomischer 
DNA erfolgte durch Zugabe von 150 µl der Lösung 3. Das entstandene Protein/Genom-
Präzipitat wurde im Anschluss durch einen Zentrifugationsschritt (20000 xg, 10 min, 4°C) 
pelletiert. Nach Überführen des Überstands in ein neues Gefäß, wurde die Plasmid-DNA 
durch Zugabe von 600 µl Isopropanol ausgefällt. Nach einer weiteren Zentrifugation (20000 
xg, 10 min, 4°C) und eines zweimaligen Waschvorgangs mit je 600 µl 70%-igem, -20°C 
kaltem Ethanol wurde das Plasmid-Pellet getrocknet. Daraufhin erfolgte eine Resupension in 
30 µl sterilem Wasser und einer Verdünnung der Probe auf eine DNA-Konzentration von 1 
µg/µl. Die Lagerung erfolgte bei -20°C. 
Lösung 1 10mM EDTA; 50mM Tris-Base; 0,1mg/ml RNAse A; gelagert bei 4°C 
Lösung 2 0,2M NaOH; 1% (w/v) SDS gelagert bei RT 
Lösung 3 60ml 3M Kaliumacetat; 11,5 ml Eisessig; 28,5ml H2O; gelagert bei 4°C 
 
2.2.3 Polymerase-Kettenreaktion zur DNA-Amplifikation 
Die Polymerase-Kettenreaktion vervielfältigt in vitro kurze, definierte Abschnitte eines DNA-
Strangs (Amplicon). In einer sich wiederholenden Abfolge (20-50 Zyklen) von Reaktionen 
bei unterschiedlichen Temperaturen entstehen Kopien (Amplifikate) des Amplicons. Der 




Prozess wurde mit einer initialen, 7-minütigen Denaturierung begonnen. Es folgten 25-30 
Zyklen bestehend aus den Einzelschritten Denaturierung (1 min bei 95°C), 
Primerhybridisierung (1 min bei 45-60°C) und Elongation (1 - 6 min bei 72°C). Die 
Temperatureinstellung während des Schrittes der Primerhybridisierung wurde nach der 
‚Faustformel‘: 2°C pro A/T + 4° pro G/C ermittelt. Die Länge des Elongationsschrittes 
richtete sich sowohl nach der Länge des Amplicons als auch nach der verwendeten 
Polymerase: Pfu-Polymerase aus Pyrococcus furiosus (Promega): ca. 0,5 kb pro min; Taq-
Polymerase aus Thermus quaticus (Promega): ca. 1 kb pro min. Nach Abschluss des letzten 
Zyklus erfolgte eine finale Elongationsphase bei 72°C für 10 min. Die Amplifikate wurden 
zur Längenkontrolle und Isolation auf Agarosegele aufgetragen (2.2.5) oder direkt in Lösung 
über Mikrozentrifugationssäulchen isoliert (2.2.4). Ein Reaktionsansatz bestand 
typischerweise aus einem Volumen von 50 µl. Er enthielt 2 U der jeweiligen Polymerase, je 
50 pmol der Primer-Oligonukleotide, 5 µl des vom Hersteller mitgelieferten zehnfach-
konzentrieren Puffers, 50 ng der genomischen DNA/Plasmid-DNA und je 100 µM der 
Desoxyribonukleosidtriphosphate. 
2.2.4 Reinigung von PCR-Produkten 
Die Reinigung von DNA-Fragmenten erfolgte durch ein kommerziell erwerbliches 
Reinigungs-Kit (Promega, Wizard SV Gel and PCR Clean-Up System). Hierzu wurde in 
einem mehrschrittigen Verfahren die in Lösung befindliche DNA zunächst an die 
Mikrozentrifugationssäulchen gebunden, anschließend mehrfach mit Ethanol gewaschen und 
mit sterilem Wasser eluiert (s. auch Angaben und Anweisungen des Herstellers). Zur 
Reinigung von DNA-Fragmenten wurden zuvor die Banden mit einem sterilen Skalpell unter 
UV-Durchleuchtung ausgeschnitten. Anschließend wurde das Agarosestück mit einem seiner 
Masse angepassten Volumen von Bindungspuffer (s. Herstellerangaben) versetzt und bei 55 - 
60°C gelöst. 
2.2.5 Konzentrationsbestimmung von DNA 
Die Konzentration von in Lösung befindlicher DNA wurde durch Messung der Extinktion bei 
260 nm in einem Spektralphotometer bestimmt (OD260). Dabei entsprach eine OD260 von 1 
einer Konzentration von 50 µg/ml doppelsträngiger DNA. Zur Bestimmung der Extinktion im 
linearen Bereich wurden die Lösungen nach Bedarf mit Wasser verdünnt (typischerweise 
1:100). Eine möglicherweise bestehende Proteinkontamination wurde mit der 
Quotientenbildung OD260/OD280 evaluiert (optimaler Weise zwischen 1,8 - 2,0). 





Die Agarosegelelektrophorese diente der größenabhängigen Auftrennung und Isolation von 
DNA-Fragmenten. Abhängig von der Größe der zu trennenden Fragmente wurde 1-2% (w/v) 
Agarose durch Aufkochen in TAE-Puffer gelöst. Vor Ausguss des Gels wurde 
Ethidiumbromid den Gelen in einer Endkonzentration von 0,5 µg/ml zugegeben. Die DNA-
enthaltenden Proben wurden mit fünffach-konzentriertem Auftragspuffer gelöst und in 
geeigneten Porengrößen aufgetragen. Die Gelelektrophorese wurde bei konstanter Spannung 
von 15 V/cm durchgeführt. Nach Beendigung der Elektrophorese wurden die DNA-Banden 
durch das interkalierende Ethidiumbromid in einem UV-Transilluminator visualisiert. Zur 
Größenbestimmung der getrennten DNA-Fragmente dienten Standards der Firma New 
England BioLabs (NEB, 1kb DNA ladder und 100 bp DNA ladder).  
5x Auftragspuffer 0,25% (w/v) Xylencyanol; 0,25% (w/v) Orange; 40% (w/v) Glycerin 
TAE-Puffer 20mM Natriumacetat; 1mM EDTA; 40mM Tris/Acetat; pH 7,4 
 
2.2.7 Restriktionsenzymverdau und Ligation 
Um Plasmide oder PCR-Fragmente sequenz-spezifisch zu spalten, wurden 
Restriktionsendonukleasen der Firma New England Biolabs (NEB) verwendet. Ein 
Verdauansatz bestand aus 1 µg der jeweiligen zu spaltenden DNA, 2 U des Nuklease-Enzyms 
sowie des vom Hersteller empfohlenen 10x-Puffers. Die Ansätze wurden für mindestens 2 h 
bei 37°C inkubiert. Zur anschließenden Ligation wurden eine T4-DNA-Ligase (NEB) und der 
vom Hersteller mitgelieferte 10x-Puffer verwendet. Ein Ligationsansatz wurde stets mit ca. 
100 ng des linearisiertem Vektors und einem ca. fünffachen molaren Überschuss des zu 
inserierenden DNA-Fragments angefertigt. Die Ligation erfolgte bei 16°C für 6 – 12 h.  
2.2.8 Herstellung von elektrokompetenten Escheria coli 
Für die Herstellung elektrokompetenter Zellen wurde eine Vorkultur über Nacht mit LB
Tet
-
Medium (2.5.2) bei 37°C kultiviert. Am Folgetag wurde mit dieser Vorkultur 2 l LB
Tet
 
beimpft (Zelldichte: OD600 von 0,05-0,1). Die Kultur wurde bei 37°C bis zu einer End-Dichte 
von 0,5 geschüttelt. Alle weiteren Schritte folgten auf Eis bzw. bei 4°C. Durch Zentrifugation 
für 10 min bei 3000 xg wurden die Zellen pelletiert. Es folgte ein dreimaliger Waschschritt 
mit sterilem 10% (v/v) Glycerol bei 4°C. Nach Aufnahme des gewaschenen Zellpellets in 1 
ml 10% (v/v) Glycerol wurden die Zelllösung aliquotiert (je 30 µl) und in flüssigem Stickstoff 
schockgefroren. Die Lagerung erfolgte bei -80°C. 




2.2.9 Transformation von Escheria coli 
Die Einbringung rekombinanter Plasmid-DNA in das Zellinnere von E. coli-Zellen erfolgte 
durch das Verfahren der Elektroporation (Fiedler and Wirth, 1988). Für einen 
Transformationsansatz wurden 30 µl in Glycerol aufgenommenen, elektrokompetenten E. coli 
(2.2.8) auf Eis aufgetaut. Anschließend folgte der Zusatz von 0,5 µl des gereinigten Plasmids. 
Nach einer kurzen Inkubationszeit von 5 min auf Eis erfolgte ein Stromstoß (2,5 kV; 400 Ω; 
25 µF; Gene-Pulser, Bio-Rad). Danach erfolgte die sofortige Übergabe der 
Bakteriensuspension in 1 ml LB-Medium. Nach Verstreichen einer einstündigen 
Inkubationszeit bei 37°C wurden die Zellen sedimentiert und auf LB-Platten mit dem 
Selektionsmarker übertragen (2.5.2).  
2.2.10 Transformation von Saccharomyces cerevisiae 
Die Transformation erfolgte nach dem überarbeitetem Litihium-Acetat/Polyethylen Glykol-
Protokoll, welches von Gietz und Kollegen etabliert wurde (Gietz et al., 1995). Hierzu wurde 
eine Vorkultur des jeweiligen Stamms in einem YPD-Medium angelegt. Diese wurde über 
Nacht inkubiert. Am Folgetag wurde mit selbiger Kultur 50 ml YPD-Medium auf eine OD600 
von 0,2 angeimpft. Es folgte eine weitere Inkubation bei 30°C bis zu einer End-OD600 von 
1,0. Anschließend erfolgte die Hefezellsedimentation in einem sterilen 
Zentrifugationsröhrchen. Nach zwei Waschschritten, einmal mit 1 ml sterilem Wasser und 
einmal mit 1 ml des Puffers A, wurde das Zellpellet anschließend in 100 µl des Puffers A 
solubilisiert. Zur sich anschließenden Transformation wurden 50 µl dieser Suspension, 50 µg 
denaturierte Lachsspermien DNA, 2 µg Plasmid-DNA bzw. des PCR-Amplifikats und 300 µl 
Puffer B hinzugegeben. Die Hitzeschock-Transformation (15 min bei 42°C) erfolgte, 
nachdem die Probe vorher für 30 min bei 30° auf dem Schüttel-Mixer durchmischt wurde. 
Nach dem Hitzeschock wurden die Zellen für 30 s mit 9000 xg pelletiert und in 1 ml YPD-
Medium solubilisiert. Im Anschluss an eine einstündige Inkubation bei 30°C wurden die 
Zellen erneut pelletiert und mit 1 ml sterilem Wasser gewaschen. Nach Aufnehmen des 
gewaschenen Pellets in 100 µl sterilem Wasser erfolgte die Ausplattierung und Inkubation auf 
dem entsprechendem Auxotrophiemedium (2.5.1). 
Puffer A 1mM EDTA; 100mM Lithiumacetat; 10mM Tris-HCl pH 7,5 
Puffer B 100mM Lithiumacetat; 40% (w/v) Polyethylenglycol 6000; 10mM Tris-HCl pH 7,5 
 
2.2.11 Expression von Plasmid-codierten Proteinen in Saccharomyces cerevisiae  
Zunächst wurde der offene Leserahmen von YML030W/AIM31 mit Hilfe von Primern (s.u.) 
mittels PCR kopiert (2.2.3). Hierbei wurde eine für einen N- oder C-terminalen Hexahistidyl-




Tag codierende Nukleinsäuren-Abfolge implementiert. Daraufhin wurde das Amplifikat 
gereinigt (2.2.4) und zusammen mit dem Plasmid pYES2 mit den Enzymen SacI und NotI 
verdaut, anschließend ligiert (2.2.7) und in E. coli Stämme transformiert (2.2.9). Nach 
Plasmid-Isolierung aus E. coli (2.2.2) wurde dieses in Saccharomyces cerevisiae (W303α, 
2.2.13) transformiert (2.2.10). PYES2-enthaltende Hefestämme (2.2.13) wurden mittels 
Inkubation in einem Uracil-freien Medium (2.5.1) selektioniert. Für einen präparativen Ansatz 
wurden die Kulturen grundsätzlich auf SLac-Ura angezüchtet und die Expression des 
gewünschten Proteins durch Zugabe von 2% Galaktose gestartet (Gal1-Promotor). 
Anschließend wurden Mitochondrien isoliert (2.4.4). 
In der Arbeit verwendete Primer zur Herstellung Plasmid-codierter Protein-Tags: 






Aim31_NotI_as 5’ CCCGCGGCCGCTTACTTCTTTCCAAGCTTATTTTC  3’ 
Aim31-6xChis_NotI_as 5’ 
CCCGCGGCCGCTTAGTGGTGGTGGTGGTGGTGCTTCTTTCCAAGCTT










2.2.12 Deletion von Genen und Insertion chromosomaler Protein-Tags in 
Saccharomyces cerevisiae 
Die Erzeugung von Deletionsstämmen wurde durch homologe Rekombination einer 
Deletionskassette in den jeweiligen Gen-Lokus durchgeführt (Longtine et al., 1998). Die 
Deletionskassette wurde mittels PCR erzeugt. Primer wurden in Anlehnung an die 45 
Nukleinsäuren vor dem Startkodon beziehungsweise nach dem Stoppkodon des jeweiligen 
offenen Leserahmens sowie eines Plasmid-spezifischen Abschnitts zusammengesetzt. Als 
Matrize diente das Plasmid pFA6a-His3MX6 (Wach et al., 1997). Das Amplifikat wurde nach 
Reinigung über ein Agarosegel (2.2.6) in den Hefestamm transformiert (2.2.10). 




Anschließend erfolgte eine selektive Inkubation durch ein synthetisches, Histidin-freies 
Spezialmedium (2.5.1).  
 
In der Arbeit wurden folgende Primer zur Deletion von Genen verwendet: 
 






Der Mechanismus der homologen Rekombination wurde auch für das Einbringen C-
terminaler Protein-Tags in chromosomaler Hefe-DNA genutzt. Hierzu wurde unter 
Zuhilfenahme der PYM9-Kassette der Proteintag zusammen mit einer Selektionskassette 
durch eine PCR vervielfacht (2.2.3). Für den PCR-Ansatz wurden sense-Primer mit 45 
Nukleinsäuren vor dem Stoppkodon von Aim31 und der pYM9-spezifischen Sequenz erstellt. 
Als Antisense-Primer diente der Primer AIM31_KO_As (2.2.12). Das Amplifikat wurde im 
Anschluss wie beschrieben transformiert (2.2.10). Die erfolgreiche Rekombination wurde 
mittels YPD
Gen
-Medium selektioniert (2.5.1). 
 
In der Arbeit wurden folgende Primer zur Insertion von chromosomalen C-terminalen Tags 
verwendet: 
 
Aim31-6xHis_s 5’  
TTAGAAAAGGAACTAAGCGACCTGGAAAATAAGCTTGGAAAGAAGCATCACC
ATCACCATCACTAGG  3’ 
 
  




2.2.13 Verwendete Saccharomyces cerevisiae-Stämme 
 
Stamm Genotyp Referenz 
W303α MATα, ade2-1, his3-11, 15 leu2, 112 trp1, 
ura23-53, can1-100 
(Rothstein and Sherman, 
1980) 
YPH499 MATa ade2-101 his3-Δ200 leu2- trp1-Δ63 
ura3-52 lys2-801 
(Sikorski and Hieter, 
1989) 
Δaim31/yml030w YPH499, aim31::HIS3, Diese Arbeit 
Δaim31/yml030w 
+ pYES2-Aim31 













Aim31-6xCHis YPH499, aim31::AIM31-6xHis-KAN Diese Arbeit 
 
 
2.2.14 Verwendete Plasmide 
 
Plasmid Referenz Organismus Verwendung 
pYES2  Invitrogen, (Oldenburg 
et al., 1997) 
S. cerevisiae Histidyl-getagtes Aim31 zur 
Affinitätschromatographie 
pFA6a-His3MX6 (Wach et al., 1997) S. cerevisiae Genetische Manipulation 
zwecks Herstellung von 
Deletionsstämmen 
pYM9 (Knop et al., 1999) S. cerevisiae Genetische Manipulation 
zwecks Einbringen eines 
chromosomalen Histidyl-
Tags 
pMAL-cRI New England Biolabs 
(Sun et al., 1995)  
E. coli Fusionsprotein zur 
Antikörper-Herstellung 
 




2.3 Immunologische Methoden 
2.3.1 Herstellung polyklonaler Antikörper 
Für das Protein Yml030w/Aim31 wurde in der vorliegenden Arbeit ein polyklonaler 
Antikörper generiert. Hierzu wurden zunächst das in E. coli exprimierte Antigen aufgereinigt 
(2.1.8). Anschließend wurden Kaninchen mit der entsprechenden Proteinlösung (1µg/µl) 
immunisiert. Die Primärimmunisierung wurde mit 200 µl Antigenlösung und 200 µl TiterMax 
Gold (Sigma) durchgeführt. Weitere Immunisierungen folgten typischerweise im Abstand von 
vier Wochen durch weitere Gabe von 200 µl Antigenlösung und 200 µl des Freund’s 
Adjuvant Incomplete (Sigma). Im Anschluss wurde den Kaninchen ab der zweiten 
Immunisierung alle 10 Tage 25 ml Blut abgenommen. Durch Abzentrifugation der 
korpuskulären Anteile (3000 xg, 5 min, Raumtemperatur) konnte Serum gewonnen werden. 
Nach einem weiteren Zentrifugationsschritt bei 12000 xg für 12 min bei 4°C, wurde der 
Überstand des Serums für 30 min auf 56°C erhitzt, um die Aktivität von hitzelabilen 
störenden Kofaktoren zu reduzieren (z.B. Komplementfaktoren, Fibrin). Nach diesem Schritt 
wurden die Proben bei -20°C gelagert. Die Immunisierung der Tiere wurde im Tierstall 
durchgeführt. 
2.3.2 Aufreinigung von Antikörperseren 
Die Aufreinigung von Antikörpern erfolgte mittels an Säulen gebundenen Antigenen. Hierzu 
wurden zunächst die aufgereinigten Antigene an eine Säule (Sulfoink Coupling Gel, Thermo 
Fisher Scientific) gebunden. Für diesen Schritt wurde 1 ml des Säulenmaterials mit 1 ml des 
Kopplungspuffers gewaschen. Anschließend folgte die Antigenbindung durch eine 45-
minütige Inkubation des Säulenmaterials mit 1 mg Antigen, welche zuvor in 1 ml des 
Kopplungspuffers aufgenommen worden war. Nach Verwerfen des Durchflusses folgte ein 
Waschschritt mit 3 ml des Kopplungspuffers. Anschließend wurde die Säule 45 min bei 
Raumtemperatur mit einem Blockpuffer inkubiert. Im Anschluss wurde die Säule mit 16 ml 
1M NaCl gewaschen. Das Säulenmaterial wurde anschließend in einem fünfstufigem 
Verfahren gewaschen: Je 10 ml Waschpuffer 1, Elutionspuffer 2, Waschpuffer 2, 
Elutionspuffer 3, Waschpuffer 1. Zur anschließend folgenden Antikörperbindung wurden 
zunächst 6 ml des Antiserums mit 24 ml Waschpuffer 1 und Zusatz von 1mM PMSF und des 
Roche EDTA-free Complete Protease Inhibitor® vorbereitet. Das Gemisch wurde mit Hilfe 
einer peristaltischen Pumpe auf die Säule aufgetragen. Der Vorgang wurde zweimal 
wiederholt, wobei beim zweiten Mal der Durchfluss des vorangegangenen Schrittes 
verwendet wurde. Anschließend wurde die Säule zweimal gewaschen: je mit 10 ml 
Waschpuffer 1 und Waschpuffer 3. Die gebundenen Antikörper wurden durch aufeinander 




folgende Zugabe von je 10 ml Elutionspuffer 1-3 eluiert und in 1 ml-Fraktionen gesammelt. 
Eine pH-Neutralisierung erfolgte mittels Neutralisierungspuffer 1 (für die Fraktionen mit 
Elutionspuffer 1 und 2) bzw. Neutralisierungspuffer 2 (für die Fraktionen mit Elutionspuffer 
3). Im Anschluss erfolgte eine Proteinkonzentrationsbestimmung (2.1.2). Eluatfraktionen mit 
hohem Antikörpergehalt wurden in Block-Milch verdünnt (1:500) und mittels Western 
Blotting (2.1.6) und Immundekoration (2.3.3) dessen Bindung und Spezifität überprüft. Zur 
etwaigen Wiederverwendung wurde die Säule mit 10 ml Waschpuffer 1 gewaschen und zur 
Lagerung mit 0,05% (w/v) Natriumazid, welches in 2 ml des Waschpuffers 1 gelöst wurde, 
inkubiert und bei 4°C gelagert.  
Kopplungspuffer 50mM Tris; 5mM EDTA; pH 8,5 
Blockpuffer 50mM Cystein, 50mM Tris; 5mM EDTA; pH 8,5 
Waschpuffer 1 10mM Tris/HCl; pH 7,5 
Waschpuffer 2 10mM Tris/Base; pH 8,8 
Waschpuffer 3 500mM NACl; 10mM Tris/HCl; pH7,5 
Elutionspuffer 1 100mM Natriumcitrat; pH 4,0 
Elutionspuffer 2 100mM Glycin/HCl; pH 2,5 
Elutionspuffer 3 100mM Na3PO4; pH 11,5 
Neutralisierungspuffer 1 1M Tris/Base; pH 8,8 
Neutralisierungspuffer 2 1M Glycin/HCl; pH 2,5 
Block-Milch 5% (w/v) Magermilchpulver in TBS-Puffer 
 
2.3.3 Immundekoration von Proteinen 
Die aufgereinigten Antikörper-Lösungen wurden zur Immundekoration von Proteinen auf 
Nitrozellulose oder PVDF-Membranen verwendet. Hierzu wurde der aufgereinigte Aim31-
Antikörper in einer Verdünnung von 1:500 in Block-Milch verdünnt. Die PVDF- oder 
Nitrozellulosemembranen wurden zunächst 1 h in Block-Milch bei Raumtemperatur (RT) 
inkubiert. Anschließend erfolgte die Dekoration mit dem affinitätsgereinigten Antikörper für 
3 h bei RT. Alle nicht fest an die Membran beziehungsweise deren Proteine gebundenen 
Antikörper wurden daraufhin durch drei Waschschritte (5 min in TBS, 10 min in TBS/T, 5 
min in TBS) entfernt. Hiernach erfolgte die Dekoration der gebundenen Antikörper durch 
einen gegen den Fc-Teil der Immunglobuline G von Kaninchen gerichteten Antikörper für 1 h 
bei RT (Goat Anti Rabbit-IgG Horseradish Peroxidase, Bio-Rad). Nach einem weiteren 
Waschschritt (wieder 2x TBS, 1x TBS/T) wurden die gebundenen Zweitantikörper über eine 




Peroxidasereaktion auf Chemilumineszenz-Filmen nachgewiesen. Hierzu wurden die 
Membranen in der Dunkelkammer mit einer ECL1-ECL2-Mischung (Verhältnis 1:1) 
inkubiert und die Reaktion gestartet. 
 
TBS/T TBS-Puffer mit 0,05% Triton X-100 
Block-Milch 5% (w/v) Magermilchpulver in TBS-Puffer 
ECL1 100mM Tris/HCl; 0,044% (w/v) Luminol; 0,0066% (w/v) p-Coumarinsäure, pH 8,5 
ECL2 100mM Tris/HCl; 0,024% (w/v) H2O2; pH 8,5 
 
2.4 Methoden der Hefebiologie 
2.4.1 Kultivierung von Saccharomyces cerevisiae 
Bei der Kultivierung von S. cerevisiae wurden Voll- oder Selektivmedien verwendet (2.5.1). 
Sofern nicht anders angegeben, erfolgte die Anzucht bei 30°C. Je nach Experimentansatz 
diente Glukose oder Lactat als Kohlenstoffquelle. Die Selektion auxotropher Mutanten 
erfolgte mittels Selektivmedien (YPD
Gen
, SD/Lac-His oder SD/Lac-Ura). Zur Evaluation von 
Wachstumsverhalten und für präparative Ansätze wurden Flüssigkeitskulturen nach einer 
Mindest-Inkubationszeit von einem Tag nach Animpfen von einer Platte verwendet. 
Flüssigkeitskulturen wurden stets verdünnt um die Zellen in der logarithmischen 
Wachstumsphase zu belassen. 
2.4.2 Analyse des Wachstumsphänotyps 
Die Analyse des Wachstumsphänotyps auf verschiedenen Medien wurde mit dem 
sogenannten ‚Tüpfel-Test‘ oder einer Wachstumskurve durchgeführt. Für den Tüpfeltest 
wurden Zellen von einer exponentiell wachsenden Hefekultur entnommen und in genau so 
viel sterilem Wasser aufgenommen, sodass die OD600 0,7 betrug. Von dieser Suspension 
wurden vier Zehnfach-Verdünnungen (1:10, 1:100, 1:1000, 1:10000) erstellt. Diese wurden 
mit je 3 µl auf YPD oder Lactat-Medien aufgetragen. Das Wachstum der Stämme wurde nach 
zwei Tagen Inkubation ausgewertet und unter Weißlicht abfotografiert. Alternativ wurde das 
Zellwachstum in einer Flüssigkultur analysiert. Hierzu wurden Stämme in YPD- oder Lactat-
Medium kultiviert. Nach einer Startzeit von ca. einem Tag und stetigem Verdünnen der 
Kultur, um ein Verbleiben in der mittleren logarithmischen Wachstumsphase zu 
gewährleisten, wurden die Kulturen auf dieselbe optische Dichte verdünnt (Start-OD600). 
Anschließend wurde der Verlauf der optischen Dichte über die Zeit notiert und ausgewertet. 
Die Verdopplungszeit wurde mit folgender Formel ermittelt: 








Zur Analyse des Wachstums bei Diauxie-Shift (Galdieri et al., 2010) wurden Zellen zunächst 
in einem YPD-Medium angezüchtet. Nach mehrmaligem Verdünnen wurden die Kulturen auf 
dieselbe Dichte verdünnt und von nun an die OD600 registriert. Nach einem ca. dreistündigen 
Wachstum und nach dreimaligem Waschen mit 10 ml sterilem Wasser wurde ein Teil der 
Kultur anschließend in ein Lactat-Medium aufgenommen und auf eine gleiche optische 
Dichte verdünnt. Im Anschluss erfolgte erneut die Registrierung der optischen Dichte über die 
Zeit, sowohl in der Lactat- als auch im Rest der YPD-Kultur. 
2.4.3 „Schnelle“ Mitochondrien-Präparation 
Die Schnellpräparation von Mitochondrien wurde zum Überprüfen der Proteinlokalisation 
nach genetischer Manipulation verwendet. Hierzu wurden Hefezellen über Nacht bei 30°C 
kultiviert. Am nächsten Morgen wurden Zellen (Volumen entsprechend einer optischen 
Dichte von 10) durch Zentrifugation bei 5000 xg für 5 min bei Raumtemperatur geerntet. Auf 
Eis erfolgte die Aufnahme der Pellets in 800 µl SMK-Puffer mit Zusatz von 2mM PMSF zum 
Proteaseschutz. Die Zellwandlyse erfolgte mittels gekühlter Glasperlen (mittlerer 
Durchmesser: 0,5mm) und wiederholtem Schütteln (je 30 Sekunden) auf dem Vortex-Gerät. 
Zwischen den Vortex-Intervallen wurden die Proben jeweils auf Eis gelagert. Nicht-lysierte 
Zellen, Membranfragmente und die Glasperlen wurden in einem kurzen Zentrifugationsschritt 
(1000 xg, 3 min, 4°C) sedimentiert. Aus dem Überstand wurde nach erneuter Zentrifugation 
(20000 xg, 10 min, 4°C) eine Mitochondrien-angereicherte Fraktion gewonnen.  
SMK-Puffer 80mM KCl; 20mM MOPS; 0,6M Sorbitol; pH 7,4 
 
2.4.4 Isolierung von Mitochondrien aus Saccharomyces cerevisiae 
Die Isolierung von Hefe-Mitochondrien erfolgte nach den Grundzügen der von Zinser und 
Daum vorgeschlagenen Methodik (Zinser and Daum, 1995). Die Hefezellen wurden hierfür 
auf einem Laktatmedium bis zu einer OD600 von ~1 in einer Großkultur (4 - 12 l) wachsen 
gelassen. Die Zellen wurden dann durch Zentrifugation mit 4000 xg für 5 min bei 
Raumtemperatur geerntet. Nach einem Waschvorgang mit 100 ml ionenfreiem Wasser 
wurden die Zellen gewogen und anschließend in 2 ml Zell-Puffer pro 1 g Zellmasse (Feucht-
Gewicht) resuspendiert. Es folgte eine zehnminütige Inkubation bei Anzuchttemperatur 
(typischerweise 30°C) und ein Waschschritt mit 100 ml 1,2 M Sorbitol. Die Hefezellwände 
wurden durch Zugabe von Zymolase (6,6 ml Lysepuffer pro g Zellmasse; 




Zymolasekonzentration: 5 mg/g Zellmasse) und anschließender Inkubation (1 h, 30°C) 
enzymatisch gespalten. Durch eine kurze Zentrifugation (700 xg, 5 min, 4°C) wurden die so 
entstandenen Sphäroplasten geerntet. Zur Lyse der Zellmembran wurden die Zellen in 6,6 ml 
Homogenisierungspuffer pro g Zellmasse resuspendiert und mit einem Dounce-
Teflonhomogenisator bearbeitet (ca. 15 Stöße). Im Anschluss wurden Mitochondrien durch 
zweimalige Zentrifugation (3000 xg, 5 min, 4°C) von Zellresten getrennt. Die im Überstand 
enthaltenen Mitochondrien wurden in ein neues Gefäß überführt und mittels Zentrifugation 
isoliert (12 000 xg, 12min, 4°C). Das Pellet wurde in SM-Puffer aufgenommen und die 
letzten beiden Zentrifugationsschritte wiederholt. Nach dem letzten Zentrifugationsschritt 
wurden die Mitochondrien in 0,5 – 1 ml SM-Puffer suspendiert und die Proteinkonzentration 
bestimmt. Nach Verdünnung und Einstellen auf eine Endkonzentration von 10 mg/ml wurde 
die Mitochondriensuspension in 50-100 µl Aliquots mit flüssigem Stickstoff schockgefroren 
und bei -80°C gelagert. 
 
Zellpuffer 0,6M Sorbitol; 20mM MOPS; pH 7,4 
Lyse-Puffer 20mM MOPS; pH 7,4 
Homogenisierungs-
Puffer 
0,6M Sorbitol; 1mM EDTA; 1mM PMSF; 10mM Tris HCl; 0,2% (w/v) Fettsäure-freies BSA; pH 
7,4 
SM-Puffer 0,6 M Sorbitol; 20mM MOPS; pH 7,4 
 
 
2.4.5 Topologieanalyse von mitochondrialen Proteinen mittels Bestimmung der 
Sensitivität gegen Proteasen 
Zur Evaluation der mitochondrialen Topologie von Proteinen wurden einer zugegebenen 
Protease unterschiedliche mitochondriale Subkompartimente zugänglich gemacht. Hierzu 
wurden 50 µg isolierte Mitochondrien in 500 µl SM-Puffer oder Mitoblasten-Puffer bei 4°C 
resuspendiert und für 20 min auf Eis inkubiert. Im SM-Puffer bleiben Mitochondrien intakt, 
daher sind nur Außenmembranproteine für Proteasen zugänglich. Durch die Zugabe des 
hypotonen Mitoblasten-Puffers vergrößert sich der Matrixraum und führt druckbedingt zum 
Aufbruch der äußeren Mitochondrienmembran. Dadurch werden Innenmembranproteine 
zugänglich. Der Verdau wurde nach Zugabe von 100 µg/µl Proteinase K gestartet. Nach 30 
min Inkubation auf Eis wurde die Proteinase-Aktivität mit 1mM PMSF gestoppt. Nach einer 
Zentrifugation bei 20000 xg für 20 min bei 4°C wurde das mitochondriale Material in 500 µl 
SM-Puffer resuspendiert und TCA-gefällt (2.1.1). Die anschließende Analyse des selektiven 




Verdaus erfolgte mittels SDS-Page (2.1.3), Western Blotting (2.1.6) und Immunodekoration 
(2.3.3).  
SM-Puffer 0,6M Sorbitol; 20mM MOPS; pH 7,4 
Mitoblasten-Puffer 20mM MOPS; pH 7,4 
Lyse-Puffer 20mM MOPS; 0,1% (v/v) TritonX-100; pH 7,4 
 
2.4.6 Analyse der Membranassoziation durch Carbonatextraktion 
Um zwischen integralen Membranproteinen und löslichen bzw. ausschließlich membran-
assoziierten Proteinen zu unterscheiden, wurden Mitochondrien mit Natriumcarbonat versetzt. 
Integrale Membranproteine werden unter alkalischen Bedingungen nicht von ihrer Membran 
abgelöst (Fujiki et al., 1982). Hierzu wurden 50 µg isolierte Mitochondrien durch Zugabe von 
SM-Puffer auf eine Konzentration von 1 mg/ml verdünnt. Die alkalische Extraktion erfolgte 
durch Zugabe einer 20 mM Natriumkarbonatlösung. Nach manuellem Invertieren erfolgte 
eine Inkubation für 30 min auf Eis. Ungelöste, Membran-gebundene Proteine wurden durch 
eine Zentrifugation (91000 xg, 30 min, 4°C) sedimentiert. Die sich im Überstand befindlichen 
löslichen Proteine wurden TCA gefällt (2.1.1). Die weitere Analyse erfolgte mittels SDS-Page 
(2.1.3), Western Blotting (2.1.6) und Immundekoration (2.3.3).  
 
SM-Puffer 0,6M Sorbitol; 20mM MOPS; pH 7,4 
 
2.4.7 Steady-State Expressionslevel von Proteinen  
Um Proteinkonzentrationen zu bestimmen, wurden 400 µg isolierte Mitochondrien (2.4.4) 
zunächst bei 20000 xg für 15 min bei 4°C pelletiert. Anschließend wurde das Pellet in 160 µl 
SDS-Probenpuffer aufgenommen. Von dieser Lösung wurden 60 µl abgenommen und mit 60 
µl SDS-Probenpuffer 1:1-verdünnt. Dieser Schritt wurde mit 40 µl der bereits 1:1 verdünnten 
Probe und mit 40µl SDS-Probenpuffer wiederholt. Anschließend wurde nebeneinander vom 
Wildtyp-Stamm und der zu untersuchenden Deletionsmutante 25 µl der jeweiligen drei 
Lösungen (50 µg, 25 µg, 12,5 µg) auf ein Gel aufgetragen (2.1.3) und anschließend mit 
Western-Blotting (2.1.6) und Immundekoration (2.3.3) weiter analysiert. Die 
Signalintensitäten der jeweilig dekorierten Proteine wurden zwischen Wildtyp und 
Deletionsmutante mit dem Imaging-System The ImagerTM (Appligene, Heidelberg) 
gemessen. Banden wurden stets dreimal gemessen. Die Signalintensität der Deletionsmutante 
ist als Prozentsatz der Wildtyp-Signalintensität angegeben (Mittelwert +/- 
Standardabweichung). 




2.4.8 Subfraktionierung von Mitochondrien 
Die Auftrennung und Generierung mitochondrialer Membranvesikel erfolgte nach einer 
Modifikation des Protokolls, welches von Pon und Kollegen verwendet wurde (Pon et al., 
1989). Hierzu wurden aus großen Hefekulturen, welche bei 24°C auf einem Lactat-Medium 
kultiviert worden waren, Mitochondrien isoliert (2.4.4). Nach Isolierung wurde den 
Mitochondrien tröpfchenweise 20 ml Schwell-Puffer zugegeben. Das Gemisch wurde im 
Anschluss für 30 min unter vorsichtigem Rühren auf Eis inkubiert. Daraufhin wurde 2,5 M 
Saccharose bis zu einer Endkonzentration von 0,5 M zugegeben und die Mitochondrien 
wurden bei 4°C unter ständigem Rühren geschrumpft. Die Vesikelgenerierung fand durch 
Ultraschallbehandlung statt (3 x 30 s, je mit 30 s Unterbrechung; Output Control: 0; Duty 
Cycle: 60%; Branson Sonifier 250). Noch intakte Mitochondrien wurden durch einen 
Zentrifugationsschritt (20000 xg, 20 min, 4°C) von entstandenen Membranvesikeln getrennt. 
Um die Mitochondrienvesikel weiter aufzukonzentrieren, wurde der Überstand vorsichtig auf 
200 µl 2,5 M Saccharose aufgetragen und für 100 min bei 118000 xg bei 4°C zentrifugiert 
(SW 41 Ti Rotor, Beckman Coulter). Der Großteil des Saccharose-Überstands wurde 
abgenommen und die sedimentierten Vesikel wurden in der verbliebenen 2,5 M Saccharose 
resuspendiert. Die Vesikelsuspension wurde mit einem Teflon-Homogenisator durchmischt 
und die Saccharosekonzentration bestimmt. Durch ionenfreies Wasser bzw. 2,5 M Saccharose 
wurde die Konzentration der Vesikelsuspension auf 1,3 M eingestellt. Diese wurde im 
Anschluss unter einen linearen Saccharose-Gradienten geschichtet (0,8 M - 1,25 M 
Saccharose in MOPS pH 7,4 mit 0,5 mM EDTA). Durch eine Zentrifugation wurden die 
Vesikel nach ihrer Dichte aufgetrennt (24 h bei 200.000 g und 4°C, SW 41 Ti Rotor, 
Beckman Coulter). Der Gradient wurde in 21 Fraktionen mit 600 µl geerntet. Die in den 
Fraktionen enthaltenden Proteine wurden für die weitere massenspektrometrische Analyse in 
Protein LoBind Reaktionsgefäße übertragen.  
Schwell-Puffer 0,5mM EDTA; 1,0mM PMSF; Roche Complete Protease Inhibitor 
2.4.9 Semiquantitative Mengen-Analyse in aufgetrennten mitochondrialen 
Membranvesikeln mittels Stable isotope labeling by amino acids in cell culture 
(SILAC) 
SILAC ist ein massenspektrometrisches Verfahren, welches mittels nicht-radioaktiver 
Isotopenmarkierung zur Mengenbestimmung von Peptiden verwendet werden kann (Ong and 
Mann, 2006). Hierzu werden zunächst gleiche Zelllinien (im vorliegendem Fall der Lysin-
auxotrophe Hefe-Wildtypstamm YPH499, 2.2.13) mit unterschiedlichen Nährmedien 
kultiviert. Eine der Zellkulturen wächst in einem Medium, welches mit stabilen (nicht-










N) markierten Aminosäuren versetzt ist. Die 
Vergleichskultur hingegen wächst in Medien mit nicht-markierten Aminosäuren. Zur 
Markierung werden am häufigsten markiertes Arginin oder Lysin verwendet. Die markierten 
Aminosäuren werden genau wie nicht-markierte Aminosäuren in die Zellen aufgenommen 
und in das hierdurch markierte Proteom eingebaut. Mischt man nun das Proteom der beiden 
unterschiedlich kultivierten Ansätze, so können nach geeignetem Proteaseverdau 
(typischerweise Trypsin oder Lysin-C) und massenspektrometrischer Messung Signalpaare 
durch den spezifischen Istotop-bedingten Massenunterschied gebildet werden. Unterschiede 
in den gemessenen Einzelintensitäten der jeweiligen Signalpaare spiegeln so relative 
Häufigkeiten wider. 
Die Prozessierung und massenspektrometrische Analyse der Proben wurde von Dr. Dirk 
Walther durchgeführt (aktuell: Biogen, Arbeitsgruppe: Mass Spectrometry-based Proteomic; 
durchgeführt am Max-Planck-Institut für Biochemie, Arbeitsgruppe: ‚Proteomics and Signal 
Transduction‘). Für das in der vorliegenden Arbeit durchgeführte Experiment wurden 
Wildtyp-Hefezellen (YPH499) entweder in einem markierten oder unmarkierten SLac-





N, Cambridge Isotope Laboratories). Das unmarkierte Medium enthielt 
‚normales‘ Lysin (12C, 14N, SIGMA). Nach Mitochondrienisolierung (2.4.4) und 
Subfraktionierung (2.4.7) wurde jede zweite Fraktion des unmarkierten Ansatzes mit 10 µl 
des markierten (‚schweren‘) SILAC-Standards gemischt. Als SILAC-Standard diente eine 
Mischung der Fraktionen 9-13 aus dem markierten Ansatz. Dieser Standard wurde gewählt, 
da Proteine der intermediären Dichte näher analysiert werden sollten. Somit wurde 
gewährleistet, dass die Wahrscheinlichkeit der Detektion dieser Proteine im SILAC-Standard 
möglichst groß ist. Die Proben wurden nach Zugabe von 60 µl Denaturierung-Puffer und 
einer sich anschließenden Inkubation für 30 min durch den darin enthaltenen Harnstoff 
denaturiert. Im Anschluss wurden Cystein-Reste durch Hinzugabe von 5,5 mM 2-
Iodoacetamid alkyliert und so die Bildung von Disulfid-Brücken verhindert. Die Proben 
wurden 1:1 mit Wasser verdünnt und durch die C-terminal spaltende, Lysin-spezifische 
Endoproteinase LysC aus dem Bakterium Lysobacter enzymogenes verdaut (Wako 
Bioproducts, Enzym/Protein-Verhältnis 20:1). Im Anschluss an den Verdau wurden die 
Proben mit 1% (v/v) Trifluoressigsäure angesäuert und mit C18 stage-tip (Thermo Fisher 
Scientific) entsalzt. Nach einer Umkehrchromotagraphie mittels Easy nLC Nanoflow HPLC 
Systems (Thermo Fisher Scientific) wurde die Peptid enthaltende Lösung auf eine RepoSil-
Pur C18-AQ Säule (Dr. Maisch GmbH) geladen (Thakur et al., 2011) und für 5 h mit Hilfe 




eines nicht-linearen Gradienten von 5 - 60% Acetonitril eluiert. Zur Massenanalyse der 
Peptide wurde ein LTQ Orbitrap XL Massenspektrometer (Thermo Fisher Scientific) 
verwendet. Die Auswertung des Massenspektrums erfolgte mit der Software Max Quant (Cox 
and Mann, 2008) und eines Peptid-Datenbankabgleichs mittels Maskot (Koenig et al., 2008; 
Perkins et al., 1999). 
Denaturierungs-
Puffer 
3M Thioharnstoff; 9M Harnstoff; 1,5mM DTT; 100mMTris/Hcl; pH 8,0 
 
2.5 Medien 
2.5.1 Medien für die Kultivierung von Saccharomyces cerevisiae 
 
YP 1% (m/v) Hefeextrakt; 2% (w/v) Bacto-Pepton; pH 5 (eingestellt mit HCl) 
YPD YP + 2% (w/v) Glukose 
YPDGen YPD; 500µg/ml Geneticin 
YPG YP + 3% (w/v) Glycerin 
Lactat 3 g/l Hefeextrakt; 1 g/l K2HPO4; 1g/l NH4Cl; 0,5 g/l CaCl2; 0,5 g/l NaCl; 0,6 g/l MgSO4; 0,3 ml/l 
1% (w/v) FeCl3; 2% (v/v) Laktat; pH 5,5 (eingestellt mit KOH)  
 
SC-Medium 0,17% (w/v) Yeast Nitrogen Base (ohne Aminosäuren); 0,5% (w/v) NH4)2SO4; Adenin (20 mg/ 
ml), Uracil (20 mg/ ml); Histidin (20 mg/ ml); Lysin (30 mg/ ml); Leucin (30 mg/ ml); Tryptophan 
(20 mg/ ml); 2% (w/v) Glukose; 2% Laktat (v/v) 
 
2.5.2 Medien für die Kultivierung von Escheria coli 
 
LB-Medium 1% (w/v) Trypton; 0,5 % (w/v) Hefeextrakt; 
1% (w/v) NaCl; 
LBAMP-Medium LB-Medium; 100μg/ml Ampicillin 
LBTet-Medium LB-Medium; 10µg/ml Tetracyklin 
 
  




2.6 Geräte und Chemikalien 
2.6.1 Geräte 
Autoklav 
Varioclav® 400E; H + P Labortechnik, Oberschleißheim  
Brutschränke, Inkubatoren 
Heraeus Christ, Osterode  
Blot-Systeme 
Werkstatt Institut für Physiologische Chemie, München  
Wet-Tank-Blot, Hoefer  
Elektroporationssystem  
Gene Pulser; BioRad, München  
Entwicklermaschine  
Curix 60®; Agfa-Gevaert, München  
Feinwaagen  
Sartorius, Mainz  
Fraktionensammler  
Pharmacia LKB * Frac-100, Pharmacia, Erlangen  
Gelkammern  
Werkstatt Institut für Physiologische Chemie, München  
Ultrospec 10 Amersham Biosciences, Freiburg 
HPLC System 
Easy nLC Nanoflow HPLC System, Thermo Fisher Scientific, Bremen 
Ultimate HPLC system, Dionex / LC Packing, Thermo Fisher Scientific, Bremen 
Kolbenhubpipetten  
Abimed, Düsseldorf  
Magnetrührer  
MR 3001 K; Heidorph Multipette Eppendorf, Hamburg 
Massenspektrometer 
LTQ Orbitrap XL Massenspektrometer, Thermo Fisher Scientific, Bremen 
LTQ-Orbitrap-Massenspektrometer, Thermo Fisher Scientific, Bremen 
Peristaltische Pumpe  
P-1; Amersham Biosciences, Freiburg  
Photometer  
Enzym-Essays: Ultrospec 10 Amersham Biosciences, Freiburg 








Imaging-System The ImagerTM, Appligene, Heidelberg 
Reinstwasseranlagen  
PureLab Plus; ELGA Berkefeld GmbH, Celle 
Rotoren 
JA-10, JA-25.50, JLA-8.1000, SW 41 Ti, TLA55-Rotor  
Semidry Blotapparatur  
Werkstatt Institut für Physiologische Chemie, München  
Spannungsquellen  
Electrophoresis Power Supply EPS 600; Amersham Biosciences, Freiburg  
Sterilbank  
BDK, Sonnenbühl-Genkingen  
Thermocycler  
Mastercycler gradient; Eppendorf, Hamburg  
Thermomixer  
Thermomixer compact; Eppendorf, Hamburg  
Tieftemperaturschneidesystem  
EM FCS; Leica Microsystems GmbH, Wetzlar  
Transiluminator  
GDS-7900 System, Modell LM-26E; UVP, Upland (USA) 
Überkopfschüttler  
Werkstatt Institut für Physiologische Chemie, München  
Ultramikrotom  
Ultracut E; Fa. Reichert-Jung 
UCT Ultramikrotoms, Leica 
Ultraschallgerät  
Branson Sonifier 250; G. Heinemann, Schwäbisch Gmünd  
Vortex-Mixer  
Bender und Hobein, München  
Wärmeschränke  
Memmert, Hannover  





Allegra X-22 R, Avanti J-20 XP, Avanti J-25, Beckman Coulter, Krefeld  
Zentrifugen (Ultrazentrifugen)  
Optima L8-M, Optima L-90K, Optima LE-80K, Optima MAX-XP, Beckman Coulter, Kre-
feld  
Zentrifugen (Tischzentrifugen)  
5415D, 5810R, Eppendorf, Hamburg  
Zentrifugen (Kühlzentrifuge)  
3K30, Sigma, München  




Entwickler, Fixierer für Röntgenfilme  
Agilient Technologies, Böblingen 
E. coli XL-1 Blue 
AppliChem, Darmstadt 
Tris, Ampicillin, Magermilchpulver, APS, H2O2 
Beckton Dickenson, Heidelberg 
Bacto-Trypton 
Biorad, München 
Proteinstandard und Reagenzien zur Proteinbestimmung, Proteingrößenstandards, 
Meerrettich-Peroxidase-gekoppelte Anti-Kaninchen- und Anti-Maus-Antikörper  
Biozym, Hessisch Oldendorf 
Sp6-Polymerase 
Braun, Melsungen 
Kanülen, Spritzen  






Adenin, Digitonin, Histidin, Uracil 
Dr. Maisch GmbH 
 C18-Column 
  





Protein LoBind Reagenzgefäße 
Fuji, Düsseldorf 
Medical X-ray Film Super RX 13 x 18 cm 
GE Healthcare, München 
Bacto-Pepton 
Gerbu, Gaiberg 
DTT, HEPES, MOPS 
Greiner, Kremsmünster 
15- und 50 ml Reaktionsgefäße  
Fermentas, St. Leon-Rot 
Molekulargewichts-Standards für SDS-PAGE  
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3.1 Hintergrund der SILAC-Analyse 
Der in dieser Arbeit gewählte Ansatz besteht aus Ultraschallbehandlung mit nachfolgender 
isopyknischer Dichtegradientenzentrifugation von Mitochondrien im kondensierten Zustand. 
Nach hypotoner Schwellung von Mitochondrien liegt die Innenmembran nur noch im Bereich 
permanenter oder dynamischer Kontaktstellen der Außenmembran an. Durch die 
unterschiedlichen Protein-Lipid-Verhältnisse und resultierenden Dichteunterschiede von 
Innen- und Außenmembran kann eine Trennung der entstehenden Vesikel erreicht werden. 
Harner et al. konnten zeigen, dass ein sowohl Außen- als auch Innenmembran-
durchspannendes GFP-Tim23-Fusionsprotein ein Markerprotein für Kontaktstellenkomplexe 
darstellt (Harner et al., 2011). GFP-Tim23 ist durch seine permanent beide Membranen 
durchspannende Topologie nach Ultraschallbehandlung und lateraler Diffusion präferenziell 
in den Bereichen von Kontaktstellen lokalisiert. Als bereits bekanntes, die Cristamorphologie 
beeinflussendes Protein konnten die Autoren im selben Experiment ein korrespondierendes 
Gradientenverteilungsmuster für das Protein Fcj1 (formation of cristae junction 1) zeigen 
(Harner et al., 2011). Mit dem vorliegenden Datensatz und einer Analyse von Fcj1-ähnlichen 
SILAC-Profilen konnte eine Reihe von Untereinheiten eines mitochondriale Architektur 
beeinflussenden Komplexes identifiziert werden. Somit konnte zum einen gezeigt werden, 
dass dieses Protein in der folgenden SILAC-Analyse als Markerprotein für weitere 
Kontaktstellenproteine dienen kann, zum anderen konnte gezeigt werden, dass gleiche 
SILAC-Profile auf einen topologischen und funktionellen Zusammenhang hindeuten. Unter 
diesem Gesichtspunkt wurde der gesamte Datensatz auf Komplex-Stabilitäten und 
spezifischer Membranassoziation von Proteinen sowie deren Anreicherung in Bereichen von 
intramitochondrialen oder Organellen-übergreifenden Kontaktstellen analysiert.  
 
3.2 Überblick über die SILAC-Analyse 
Mit Hilfe von mitochondrialer Subfraktionierung (2.4.8) und anschließender SILAC-Analyse 
(2.4.9) konnte ein Datensatz mit Informationen zu den relativen Häufigkeiten von Proteinen 
in den unterschiedlichen Dichtefraktionen gewonnen werden. In der weiteren Analyse wurden 
590 identifizierte Proteine mit hinreichend vollständigem Datensatz eingeschlossen. 
Ausgeschlossen wurden cytosolische (n=73) und nukleäre (n=26) Proteine. Die meisten der 
identifizierten Proteine lassen sich dem mitochondrialen Proteom zuordnen. Die relativen 
Anteile der Proteine von anderen Kompartimenten sind in Abbildung 6 dargestellt. Des 




Weiteren sind in Abbildung 7, sofern vorhanden, die Daten zur mitochondrialen 
Sublokalisation der identifizierten Proteine implementiert. Ein Großteil der in die Analyse 
eingehenden mitochondrialen Proteine konnte unter Zuhilfenahme bisheriger 




















Für einen Überblick zeigt Abbildung 8 die typischen, häufig vertretenen SILAC-Profile 
einiger Proteine unterschiedlicher Kompartimente bzw. unterschiedlicher mitochondrialer 
Sublokalisation. Ein Vergleich der Verteilung von Proteinen in zwei unterschiedlichen 
Experimentenansätzen (hier α-Ketoglutaratdehydrogenase) zeigt exemplarisch die Präzision 
der Methodik (Abbildung 8A). Innenmembranproteine besitzen ein Maximum in Fraktion 11 




























Abbildung 6 - Organellenverteilung 
der identifizierten Proteine mit hinrei-
chend vollständigem Datensatz unter 
Aussparung des cytosolischen Prote-
oms 
Angaben in % bezogen auf die Gesamtzahl 
der in die Analyse eingegangenen Proteine. 
Proteine mit in Studien gezeigter doppelter 
Lokalisation wurden mit Proteinen mit bisher 
unbekannter zellulärer Lokalisation zusam-
men klassifiziert.  
 
Abbildung 7 - Submitochondriale 
Lokalisation der mitochondrialen 
Proteine 
Angaben in % bezogen auf 263 als in 
Mitochondrien lokalisierter Proteine der 
SILAC-Analyse 
 




Succinat-Dehydrogenase zeigt exemplarisch, dass Komplex-Untereinheiten gleiche SILAC-
Profile aufweisen können (Abbildung 8B und C). Das Verteilungsmuster von Fcj1, welches 
von Harner und Kollegen (Harner et al., 2011) bereits als ein Kandidat für eine Anreicherung 
in der intermediären Dichte, hier Peak-Fraktion 9-13, identifiziert werden konnte, 
unterscheidet sich deutlich von den anderen Innenmembranproteinen (Abbildung 8D). Das 
SILAC-Profil von Fcj1 lässt sich durch seine Beteiligung an der Ausbildung von 
Kontaktstellen von innerer Grenzmembran und Außenmembran im Bereich von Crista 
junctions erklären. Somit ist das Dichte-Maximum dieser aus gemischten Vesikeln (mit 
Innen- und Außenmembrananteilen) bestehenden Fraktion leicht zugunsten einer geringeren 
Dichte verschoben. Außenmembranproteine zeigen durch ihre Assoziation mit wenig dichten 
Außenmembranvesikeln (Lipid-Protein-Verhältnis: ~ 1:1) eine nahezu selektive Anreicherung 
in der Fraktion mit dem niedrigsten Saccharoseanteil (Abbildung 8E). Lösliche Proteine 
sowohl der mitochondrialen Matrix als auch des Intermembranraums sind nahezu 
ausschließlich in Fraktion 21, dem dichtesten Saccharose-Kompartiment, angereichert, weil 
die löslichen Proteine wegen ihrer spezifischen Dichte nicht aufsteigen können (Abbildung 8F 
und G). Abbildung 8H zeigt gegenübergestellt die unterschiedlichen SILAC-Profile von 
Proteinen mit unterschiedlicher mitochondrialer Sublokalisation, eingeschlossen Fcj1. Bei 
unbekannter Lokalisation könnten sich Proteine also der Außen- bzw. Innenmembran und 
einem der wässrigen Kompartimente des Mitochondriums zuordnen lassen. Neben 
mitochondrialen Proteinen sind in den Proben Proteine anderer Kompartimente zu 
detektieren. Proteine des endoplasmatischen Retikulums zeigen ein spezifisches SILAC-Profil 
mit relativen Maxima in den Fraktionen 1 oder 9 (Abbildung 8I). Vakuoläre Proteine 
hingegen zeigen einen relativ spitzen Peak in Fraktion 9 (Abbildung 8J). Im Folgenden wird 
genauer auf die einzelnen Kompartimente eingegangen. In jedem Kompartiment sollen die 
SILAC-Profile von Komplexen analysiert werden sowie eine Einteilung in Gruppen von 
unterschiedlichen SILAC-Profilen erfolgen. Ausnahmen von häufigen SILAC-Profilen sollen 
weiter erörtert und Proteine mit bisher unbekannter Lokalisation einem Kompartiment 
zugeordnet werden. Im Besonderen soll auf den Verlauf von SILAC-Profilen jener Proteine 
eingegangen werden, welche eine beschriebene Funktion im Bereich von mitochondrialen 
oder Organellen-übergreifenden Membran-Kontaktstellen besitzen.  





Abbildung 8 – SILAC-Profile von Proteinen in unterschiedlichen mitochondrialen 
Kompartimenten und Organellen 
A-D, Proteine der Innenmembran; A, Vergleich von zwei unterschiedlichen Experimentenansätzen; B, 
Prohibitine; C, Succinatdehydrogenase; D, Vergleich von drei unterschiedlichen Innenmembranprotein-
Profilen; E, Außenmembranproteine; F, Enzyme der mitochondrialen Matrix; G, Proteine des 
Intermembranraums; H, Vergleich von Proteinen unterschiedlicher mitochondrialer Sublokalisation; I, 
Protein-O-Mannosyltransferase-Komplex des endoplasmatischen Retikulums; J, VTC Komplex der Vakuole 
 




3.3 Innenmembranproteine und Proteine der ‚Intermediären Dichte‘ 
Eine genauere Analyse des identifizierten Innenmembranproteoms ergibt, dass sich teils ein 
nahezu identisches SILAC-Profil der Untereinheiten einzelner Komplexe und teils ein 
heterogeneres Bild des zugehörigen Verlaufs der SILAC-Profile einiger Untereinheiten ergibt. 
So zeigen die Untereinheiten der Succinat-Dehydrogenase (Abbildung 9A) und des 
Cytochrom-b-Synthese-Komplexes (Abbildung 9B) ein zueinander kohärentes Laufverhalten 
im Gradienten. Bei Betrachtung der Untereinheiten der α-Ketoglutarat-Dehydrogenase fällt 
eine Diskrepanz im SILAC-Profil auf. Die Kgd1- und Kgd4-Untereinheiten zeigen relativ zu 
Fraktion 21, der löslichen Protein-Fraktion, ein geringeres SILAC-Verhältnis in den 
Fraktionen 9-15 (Abbildung 9C). Schließt man Fraktion 21 aus der Analyse aus und wählt das 
nächst höhere relative SILAC-Verhältnis als Maximum, so ergeben sich kongruente Verläufe 
der Untereinheiten (Abbildung 9D). Eine ähnliche Beobachtung lässt sich auch bei 
Untereinheiten der Ubichinol-Cytochrom c-Oxidoreduktase, Cytochrom c-Oxidase sowie der 
F1FO-ATPase nachweisen (Abbildung 9E-J). Einige Untereinheiten sind präferenziell in 
Fraktion 21 angereichert, wodurch die relativen Werte in den Fraktionen 9-15 abnehmen. 
Neben diesen möglicherweise dissoziationsbedingten Abweichungen fällt ein weiterer 
Unterschied einzelner Untereinheiten bei Betrachtung der SILAC-Profile der Ubichinol-
Cytochrom c-Oxidase und Cytochrom c-Oxidase auf: Einige Untereinheiten zeigen einen 
spitzen Peak in Fraktion 13 (beispielsweise Rip1 oder Cox2), wohingegen andere 
Untereinheiten eine „ausladende Schulter“ mit einem ähnlich hohen Maximum in Fraktion 11 
zeigen (beispielsweise Qcr7 oder Cox13). Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass neben 
übereinstimmenden SILAC-Profilen zwei diskrepante SILAC-Profile für Untereinheiten von 
Proteinkomplexen der Innenmembran auftreten. Erstens, eine durch eine Anreicherung in 
Fraktion 21 zustande kommende Minderung des SILAC-Verhältnisses in den Fraktionen 9-
15. Zweitens, Abweichungen der Untereinheiten bezügliches ihres Maximums in den Fraktion 
11 oder 13. Zuerst genannte Diskrepanz lässt sich durch weitere Analyse (Subtraktion von 
Fraktion 21) in ein zu anderen Untereinheiten passendes SILAC-Profil überführen. Von dieser 
Art der Abweichung sind insbesondere Proteine ohne Transmembrandomäne (Cox4, Cox6 
und Cox12) und die etwas peripher lokalisierte F1-Untereinheit der ATPase (Atp1, Atp 13, 
Atp 16, Atp 5, Atp2, Atp 15) sowie nicht fest membranverankerte Enzymkomplexe (α-
Ketoglutaratdehydrogenase) betroffen. Möglicherweise vom Membrankomplex abgelöste 
Untereinheiten sind so stark in der Fraktion mit der höchsten Saccharosekonzentration 
angereichert.  
  














Abbildung 9 - SILAC-Profile von Protein-Komplex-Untereinheiten der Innenmembran 
A, Succinat-Dehydrogenase; B, Cytochrom b-Synthase; C,  α-Ketoglutarat-Dehydrogenase; D, Vergleich der 
Kgd-Untereinheit 2 mit der Untereinheit 1 nach Subtraktion von Fraktion 21 (vgl. jetzt kongruentes 
Laufverhalten); E, Untereinheiten der Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase; F, Untereinheiten der 
Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase mit abweichendem Laufverhalten (vgl. kongruentes Laufverhalten von 
Cor1 durch Subtraktion von Fraktion 21); G, Untereinheiten der Cytochrom c-Oxidoreduktase; H, 
Untereinheiten der Cytochrom c-Oxidoreduktase mit abweichendem Laufverhalten; I, Untereinheiten der F1-
Untereinheit der F1FO-ATPase; J, Untereinheiten der FO-Untereinheit der F1FO-ATPase 
 




Bei weiterer Analyse können insgesamt vier unterschiedliche SILAC-Profile, welche im 
Folgenden IM-1-4 genannt werden, unterschieden werden.  
Das Profil IM-1 (Abbildung 10A und B) ist durch einen charakteristisch spitzen Peak in 
Fraktion 13 gekennzeichnet. Hierbei kann weiterhin zwischen solchen mit sehr starkem 
Abfall in Fraktion 11 (>25%, IM-1B, Abbildung 10B) und solchen mit moderatem Abfall in 
Fraktion 11 (<25%, IM-1A, Abbildung 10A) differenziert werden. Die Gruppe IM-1 besteht 
vornehmlich aus Untereinheiten von AAA-Proteasen (Yme1, Yme2, Yta12, Mgr3), 
Assemblierungsfaktoren von Atmungskettenenzymen (Coq4, Sco1, Sco2, PEt100, Rcf1, 
Rcf2, Cbp3, Cbp4, Cbp6) sowie aus einer Gruppe von mit mtDNA assoziierten Proteinen 
(Rim1, Phb1, Phb2, Mdm38, Oms1, Kgd2). Weitere Vertreter dieses SILAC-Profils sind 
Untereinheiten des TIM-Komplexes (Tim21, Tim22, Tim50) sowie die Untereinheit 1 der 
Lactatdehydrogeanse (Dld1). 
Im Gegensatz dazu sind Proteine aus der Gruppe IM-2 durch ein Maximum in Fraktion 11 
und einen relativ starken Abfall des relativen SILAC-Verhältnisses in Fraktion 13 
gekennzeichnet. Auch hier können solche mit starkem Abfall in Fraktion 13 (>20%, IM2-A, 
Abbildung 10C) und solche mit moderatem relativen Verlust (<20%, IM2-B, Abbildung 10D) 
unterschieden werden. Zur ersteren Gruppe zählen die Untereinheiten des von Harner et al. 
mittels des vorliegenden Datensatzes identifizierten MICOS (mitochondrial contact site and 
cristae organizing system)-Komplexes (Harner et al., 2011).  
In der zweiten Untergruppe finden sich Untereinheiten der F1-Untereinheit der F1FO-ATPase. 
Proteine der IM-3-Gruppe sind durch ein ähnlich hohes relatives SILAC-Verhältnis in den 
Fraktionen 11 und 13 gekennzeichnet (bis 90% des Maximalwertes). Ungefähr 50% der auf 
dieses SILAC-Profil entfallenden Proteine sind Carrier-Proteine (Abbildung 10E und F). So 
gehören zu dieser Gruppe die ADP/ATP- bzw. GDP/GTP-Translokasen (Aac1, Aac2, Aac3, 
Ggc1) und die Translokasen für Phosphat (Mir1, Pic2), Glycin (Ymc1), Pyruvat (Fmp37 und 
Fmp43), Succinat und Fumarat (Sfc1), Oxoglutarat und Citrat (Yhm2), Carnitin (Crc1), 
Oxodicarboxylat (Odc1 und Odc2), Oxalacetat und Sulfat (Oac1), Ornithin (Orc1 und Orc2) 
und Eisen-Schwefel-Cluster (Atm1). Zu den Nicht-Carrier-Proteinen (Abbildung 10G und H) 
dieses typischen SILAC-Profils gehören vornehmlich Untereinheiten des Tim23-Komplexes 
(Pam17, Tim23, Tim14, Tim11), der Succinat-Dehydrogenase (Sdh1-4) und Untereinheiten 
der Atmungskettenkomplexe bzw. der F1FO-ATPase sowie zwei Ribosomen assoziierte 
Proteine (Mba1, Ydr282c). Proteine, welche wie bereits an Komplex-Beispielen erläutert (s. 
oben) stark in den Fraktionen ohne Membranassoziation anreichern, wurden als  
  





Abbildung 10 - SILAC-Profile von Proteinen der Innenmembran 
A, IM-1B: spitzer Peak in Fraktion 13 und moderater Abfall des Verhältnisses in Fraktion 11; B, IM1-A: 
spitzer Peak in Fraktion 13 und starker Abfall des Verhältnisses in Fraktion 11; C,  IM-2A: mit 
Anreicherung in der intermediären Dichte (Fraktion 11), Untereinheiten des MICOS-Komplexes; D, IM-2B-
Muster mit relativer Anreicherung in der intermediären Dichte (Fraktion 11), Untereinheiten der F1-ATPase 
(zusammen dargestellt mit Fcj1); E und F, IM-3-Muster der Carrier-Proteine der Innenmembran; G und H, 
IM-3-Muster von Nicht-Carrier-Proteinen; H, IM4-Muster mit hohen Verhältnissen in der dichtesten 
Saccharose-Fraktion; J, IM-4-Muster nach Subtraktion der löslichen Fraktionen 19 und 21. Die meisten der 
Proteine zeigen einen IM-3-ähnlichen Verlauf. 
 




IM-4 klassifiziert (Abbildung 10I). Hier finden sich vornehmlich Untereinheiten der 
Cytochrom c-Oxidase, der Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase und der F1FO-ATPase. 
Keines der Proteine dieses Verlaufsmusters besitzt eine Transmembrandomäne. Durch 
Subtraktion von Fraktion 21 können die meisten dieser Proteine einem IM-3-Profil 
zugeordnet werden (Abbildung 10J).  
Auffällige Ausnahmen von den beschriebenen Innenmembranprofilen bilden die Proteine 
Afg1 und Mgm1, welche in beiden Experimentenansätzen ein nahezu identisches, aber 
deutlich von anderen Innenmembranproteinen abweichendes SILAC-Profil aufweisen 
(Abbildung 11A und B). Mgm1 ist in mehreren Studien als Protein der Innenmembran 
identifiziert worden. Es ist ein Protein mit Beteiligung an Fusionsprozessen der 
Innenmembran (1.1.2) und liegt in Hefezellen in zwei unterschiedlichen Isoformen vor (Wong 
et al., 2000; Zick et al., 2009a; Herlan et al., 2004). Die lange Isoform (l-Mgm1) verfügt über 
eine Transmembrandomäne in Form einer Transmembranhelix und ist in der Innenmembran 
inseriert. Die kurze Isoform (s-Mgm1) entsteht durch Proteaseaktivität der Rhomboidprotease 
1 und ist trotz fehlender Transmembrandomäne durch Protein-Protein-Interaktion weiterhin 
membranassoziiert, auch an der Außenmembran (Shepard and Yaffe, 1999; Sesaki et al., 
2003). Im vorliegenden Datensatz konnten keine Peptide, welche für die lange Isoform 
spezifisch wären, nachgewiesen werden. Dies ist bedingt durch die hohe Sensitivität 
gegenüber endogenen Proteasen, die während Isolierung und Fraktionierung die l-Mgm1 
Isoform zu s-Mgm1 Isoform abbauen. Somit sind die detektierten Peptide von Mgm1 
vermutlich in einem höheren Prozentsatz von der kurzen Variante stammend. Das Protein ist 
somit vornehmlich peripher außenmembranassoziiert (vgl. Peak in 1, Abbildung 11B) und 
gleichzeitig löslich (vgl. Peak in 19/21, Abbildung 11B), welches das „Wannen“-artige 
SILAC-Profil erklären könnte. Der kleine relative Anstieg im Bereich der mittleren Dichte 
könnte durch die Innenmembranassoziation der vermutlich niedrig frequenter detektierten 
langen Isoform zu Stande kommen. 
Afg1 konnte in Hefe und menschlichen Zelllinien als Innenmembran-Chaperon für Komplex 
IV-Untereinheiten charakterisiert werden und soll zur Matrix-Seite hin mit der Innenmembran 
assoziiert sein (Khalimonchuk et al., 2007). Zahedi et al. konnten das Protein in einer großen 
proteomischen Studie allerdings auch dem Außenmembranproteom zuordnen (Zahedi et al., 
2006). In wie weit Afg1 zwei mitochondriale Endlokalisationen besitzt oder dessen Detektion 
vornehmlich eine Akkumulation von nicht prozessierten Präproteinen darstellt, bleibt 
zunächst offen. Die vorliegenden Daten würden zumindest mit einer ggf. zusätzlichen 
Lokalisation im IMS mit Außenmembranassoziation vereinbar sein. Insgesamt können fünf 




weitere (Ydr089w, Ypr010c-a, Ypl109c, und Aim46), bisher nicht näher charakterisierte 
Proteine der SILAC-Profil-Gruppe IM-2 zugeordnet werden (Abbildung 11). Weiterhin ist 
das SILAC-Profil des an der mitochondrialen Lipid-Homöostase beteiligten Ylr253w mit 
dieser Gruppe vereinbar (Tan et al., 2013). Diese Proteine gleichen demnach in ihrer 
Verteilung der SILAC-Verhältnisse dem in der intermediären Dichte angereicherten Protein 
Fcj1. Damit wiederum sind diese potenzielle Kandidaten für Proteine, welche im Bereich der 
Kontaktstellen von Innen- und Außenmembran lokalisiert sind. Weiterhin können die bisher 
nicht sicher lokalisierten Proteine Mgm101 und Yor20w-a der Innenmembran 
(Verlaufsmuster IM1-A, Abbildung 11D) zugeordnet werden. Dies gilt ebenso für die 
Proteine Ydr381c-a, Nat2, Ymr157c, Abf2 und Coq11, welche ein der Gruppe IM1-B 
ähnelndes SILAC-Profil zeigen (Abbildung 11F). Ein Carrier-ähnliches SILAC-Profil (IM-3) 
zeigen die Proteine Ybl095w, Fmp10 und Gep7 (Abbildung 11E). Einige dieser Proteine 
konnten bereits dem mitochondrialem Proteom zugeordnet werden und für manche ist eine 
Funktion postuliert. Eine Synopsis der bekannten Daten zu Funktion und Lokalisation sowie 





















Abbildung 11 - SILAC-Profile von Mgm1 und Agf1 sowie von bisher nicht eindeutig 
lokalisierten Proteinen mit typischem Innenmembranprofil 
A, Afg1-SILAC-Profil von Experiment 1 und 2 sowie mit Subtraktion der löslichen Fraktionen 19/21; B, 
Mgm1-SILAC-Profil von Experiment 1 und 2 sowie mit Subtraktion der löslichen Fraktionen 19/21; C, 
Proteine mit typischem IM-2-Profil; D, Proteine mit typischem IM1A-Profil; E, Proteine mit typischem IM-3-
Profil; F, Proteine mit typischem IM-1-B-Profil 
 




Tabelle 3 - Uncharakterisierte oder in unterschiedlichen Organellen lokalisierte Proteine mit 
Innenmembran-typischen SILAC-Profilen 







Ydr089w -  Vakuole (Tkach et al., 2012) 4 Phosphat-
Homöostase 
Innenmembranprotein im 
Bereich von Kontaktstellen 
Ylr253w + -  (Reinders et al., 2006; 











- -  1 unbekannt Integrales Innenmembran-
protein im Bereich von Kon-
taktstellen 
Ypl109c + -  (Sickmann et al., 2003; 
Reinders et al., 2006) 
2 unbekannt Integrales Innenmembran-
protein im Bereich von Kon-
taktstellen 
Aim46 + -  (Reinders et al., 2006) 1 unbekannt Integrales Innenmembran-
protein im Bereich von Kon-
taktstellen 
Mgm101 + - (Reinders et al., 2006; 













+ - (Reinders et al., 2006; 
Brachat et al., 2003) 
1 unbekannt Integrales Innenmembran-
protein mit ähnlichem Vertei-
lungsmuster wie mitochond-
riale DNA-bindende Proteine 
Ybl095w 
(Mrx3) 




protein mit einem Carrier-
ähnlichen Verteilungsmuster 
Fmp10 + - (Reinders et al., 2006) 1 unbekannt Integrales Innenmembran-
protein mit einem Carrier-
ähnlichen Verteilungsmuster 
Gep7 + - (Reinders et al., 2006; 
Huh et al., 2003) 
1 Unbekannt, inter-
agiert mit Phb1 
und Gem1 
Integrales Innenmembranpro-






- (Zahedi et al., 2006) 1 Unbekannt Integrales Innenmembran-
protein 




Ymr157c + - (Reinders et al., 2006) 2 unbekannt Integrales Innenmembran-
protein 















MTP, bekanntes mitochondriales Protein; TMD, Transmembran-Domäne (α-Helix-Prädiktion); OM, Außen-
membran  
  




3.4 Matrix- und IMS-Proteine 
In Abbildung 12A und 12B sind zwei Komplexe der mitochondrialen Matrix dargestellt. Als 
Strukturkomponente des Mdj1-Ssc1-Mge1-Faltungs-Komplexes (Hsp70-Komplex) scheint 
Mdj1 die einzige Komponente zu sein, welche während des Experiments in 
Membranassoziation verbleibt (Abbildung 12A). Mdj1 wurde bereits als Innenmembran-
assoziiert beschrieben (Rowley et al., 1994). Die anderen Untereinheiten des Komplexes 
zeigen unter den gegebenen experimentellen Bedingungen keine nennenswerte Assoziation 
mit der Innenmembran. In Abbildung 12B sind die Untereinheiten der Pyruvat-
Dehydrogenase dargestellt. Diese zeigen in unterschiedlichem Ausmaß ein relatives 
Maximum in Fraktion 13 und sind somit ebenso teilweise Innenmembran assoziiert. In 
Abbildung 12C und D ist das am häufigsten identifizierte Profil von Matrixproteinen mit 
minimalen SILAC-Verhältnissen in den Fraktionen 1-17 und einem Maximum in Fraktion 21 
dargestellt (MM-1). Ca. 60% aller identifizierter Matrixproteine zeigt ein solches SILAC-
Profil (nicht alle detektierten Matrix-Proteine gezeigt). In Abbildung 12E und F bzw. G sind 
die beiden anderen SILAC-Profil-Gruppen MM-2 und MM-3 dargestellt. Beide sind durch ein 
relatives (MM-2) oder absolutes (MM-3) zusätzliches Maximum im Bereich der Dichte der 
Innenmembran (Fraktion 13) gekennzeichnet. Beide Profile lassen also eine teilweise 
während der experimentellen Prozedur fortbestehende Membranassoziation vermuten. Die 
Gruppe der MM-2-Proteine setzt sich zu einem Großteil aus Untereinheiten der kleinen 
(MRPS5, 8, 9, 1, 35, YMR31, RSM23) und großen (MRPL1, 16, 27, 35, 7, 8, 40, 49, 19) 
mitochondrialen ribosomalen Untereinheit zusammen. Andere Proteine dieser Profil-Gruppe 
haben vornehmlich essenzielle Funktionen im Rahmen der mitochondrialen Transkription, 
oder Translation und DNA-Stabilität. Beispiele sind der Elongationsfaktor Mss116, das für 
die DNA-Stabilität verantwortliche und einzelstrangbindende Protein Rim1, der 
Translationsaktivator für Cox11,  Mss51 und die Cysteindesulfatase für mitochondriale 
tRNAs Nfs1 (Seraphin et al., 1989; Van Dyck et al., 1992; Perez-Martinez et al., 2009; 
Muhlenhoff et al., 2004). Weitere hier identifizierte Proteine sind die E2- (Lat1), E3- (Lpd1) 
und PDX1-Untereinheit des Pyruvatdehydrogenase-Komplexes sowie die vermutlich für den 
Transport von Acyl-Gruppen über die Innenmembran verantwortliche Acylcarnitintransferase 
(Cat2). Mit Ausnahme des an der Ubichinon-Synthese beteiligten Coq8 (Do et al., 2001), des 
Co-Chaperon aus der Hsp40-Familie Mdj1 (Rowley et al., 1994) sowie des an der 
Cardiolipin-Synthese beteiligten Gep4 (Osman et al., 2010) sind alle Proteine aus dem 
Gradientenmuster MM-3 Strukturkomponenten der großen Untereinheit des mitochondrialen 
Ribosoms.  






Abbildung 12 – SILAC-Profile von Proteinen der mitochondrialen Matrix (MM) und des 
Intermembranraums (IMS) 
A, Hsp70-Komplex der mitochondrialen Matrix; B, Pyruvat-Dehydrogenase-Komplex; C und D, MM-1-Profil 
ohne Membranassoziation; E und F, MM-2-Profil mit partieller Membranassoziation; G, MM-3-Profil mit 
starker Membranassoziation und absolutem Maximum in Fraktion 13; H, IMS-1-Profil von Proteinen des 
Intermembranraums ohne Membranassoziation; I, IMS-2-Profil von Proteinen des Intermembranraums mit 
partieller Membranassoziation; J, Proteine mit bisher unbekannter Lokalisation  
 
 




Die meisten mitochondrialen Ribosomen sind membrangebunden und der Membrankontakt 
wird über die 21rRNA und das Innenmembranprotein Mba1 hergestellt, welches mit der 54S 
Untereinheit des Ribosoms interagiert (Pfeffer et al., 2015). Die kleine Untereinheit ist 
hingegen nicht direkt mit der mitochondrialen Innenmembran verbunden. Zusammenfassend 
lässt sich festhalten, dass vorwiegend Proteine der Transkription, der Translation und DNA-
Erhaltungs-Maschinerie sowie die Untereinheiten des Pyruvat-Dehydrogenase-Komplexes ein 
SILAC-Profil aufweisen, welches eine Assoziation mit der Innenmembran nahelegt.  
Nur wenige der identifizierten mitochondrialen Proteine konnten dem Intermembranraum 
zugeordnet werden. Diese Proteine zeigten entweder ein MM-1-ähnliches SILAC-Profil 
(IMS-1, Abbildung 12H) oder weisen wie MM-2-Proteine ein SILAC-Profil auf, welches eine 
partielle Membranassoziation vermuten lässt (IMS-2, Abbildung 12I). Zu den partiell 
Innenmembran-assoziierten Porteinen gehören das am Import beteiligte Mia40, Cytochrom 
b2, das an der Komplex IV-Assemblierung beteiligte Coa6 sowie die Holocytochrom c-
Synthase Cyc3.  
Insgesamt lässt sich mittels des Datensatzes nicht sicher zwischen Intermembranraum und 
mitochondrialer Matrix unterscheiden. Jedoch können mit Hilfe des Datensatzes Aussagen 
bezüglich des Grades der Membranassoziation von löslichen Proteinen gemacht werden, die 
gut mit bisherigen Erkenntnissen vereinbar sind (s. oben und Diskussion 4.1). Vier bisher 
nicht sicher einem Kompartiment zugeordnete Proteine zeigen einen MM-1/IMS-1- oder 
MM-2/IM-2-artigen Verlauf (Abbildung 12J). Der Hydroperoxid-Rezeptor Hyr1 ist als 
Protein des Intermembranraums charakterisiert, ist aber auch in Peroxisomen lokalisiert 
worden. Aus den vorliegenden Daten ist eine teilweise Assoziation mit Innen- und 
Außenmembranabschnitten wahrscheinlich. Das Protein Ino1 ist eine Inositol-3-phosphat-
Synthase, welche im SILAC-Profil eine eindeutige Innenmembranassoziation aufweist (vgl. 
Peak in Fraktion 11). Aim1 und Aim9 sind vermutlich mitochondriale Proteine, die keine 
Membranassoziation aufweisen und einem der wässrigen Kompartimente zugeordnet werden 
können. Eine Synopsis der Daten zu den vier Proteinen findet sich in Tabelle 4. 
  




Tabelle 4 - Uncharakterisierte oder in unterschiedlichen Organellen lokalisierte Proteine mit 






Referenz TMD MTS Funktion Lokalisations-
vorschlag 




ringer Innen- und 
Außenmembran-
assoziation 
Aim9 + - (Reinders et 
al., 2006) 





















MTP, bekanntes mitochondriales Protein; TMD, Transmembran-Domäne (α-Helix-Prädiktion); MTS, Matrix 
targeting signal; das Vorhandensein einer MTS wurde getestet mit TargetP 1.1 
(http://www.cbs.dtu.dk/services/TargetP/) 
  





Abbildung 13 gibt einen Überblick über die detektierten Proteine der mitochondrialen 
Außenmembran. In Abbildung 13A sind die Untereinheiten des TOM-Komplexes dargestellt. 
Alle Untereinheiten zeigen ein kongruentes SILAC-Profil mit einem steil abfallenden 
Maximum in Fraktion 1. Dieses SILAC-Profil ist das häufigste Profil von 
Außenmembranproteinen (s. Abbildung 13B) und wird im Folgenden OM-1 bezeichnet. 
Abbildungen 13C und D zeigen das Verlaufsmuster OM-2, welches durch ein kleines 
weiteres, relatives Maximum im Bereich der intermediären Dichte (Fraktion 11) 
gekennzeichnet ist. Nach Subtraktion des Profils eines typischen OM-1-Proteins (z.B. Om14) 
entspricht das SILAC-Profil dem des Proteins Fcj1 der Innenmembran, welches in 
mitochondrialen Kontaktstellen lokalisiert wurde (3.3). Diese Außenmembranproteine 
reichern also zu einem kleinen Teil im Bereich der intermediären Dichte an. Zu diesen 
Proteinen gehören die an der Außenmembranfusion beteiligten Proteine Fzo1 und Ugo1 sowie 
Untereinheiten des TOB-Komplexes, welcher die Insertion von β-Barrel-Proteinen in die 
Außenmembran steuert. Für das SILAC-Profil OM-3 ist ein „Wannen“-artiges SILAC-Profil 
typisch. Es zeichnet sich durch eine hohe Konzentration der jeweiligen Proteine in den 
Fraktionen 1 und 21 aus. Zu den Proteinen dieser Gruppe gehören die an der mitochondrialen 
Teilungsmaschinerie beteiligten Proteine Fis1 und Caf4 sowie das an Außenmembran 
anliegenden Mdv1 und das bisher weitgehend uncharakterisierte Uip1. Insgesamt konnten 
vier uncharakterisierte Proteine der OM-1-Profil-Gruppe (Abbildung 13F) und drei nicht 
sicher lokalisierte Proteine der OM-3-Profil-Gruppe (Abbildung 13G) zugeordnet werden. In 
Abbildung 13H und I sind einige Ausnahmen von typischen SILAC-Profilen von 
Außenmembranproteinen dargestellt. Alle diese Proteine haben ein Maximum in Fraktion 1 
gemeinsam. Zu diesen Proteinen gehört das bisher uncharakterisierte Ydr381c-a, das 
abgesehen vom Maximum in Fraktion 1 im weiteren Gradientenverlauf das typische Muster 
eines Innenmembranproteins widerspiegelt (vgl. spitzes Maximum in Fraktion 13, IM-1-
ähnlich, Abbildung 13H). Ein ähnliches Profil bietet das Protein Fmp52, welches nach 
Subtraktion der löslichen Fraktion 21 eine Mischung aus Außenmembranprotein (Muster 
OM-1) und Carrier-like Protein der Innenmembran (Muster IM-3) darstellt. Ydr381c-a ist ein 
vermutlich mit einer α-Helix membraninseriertes Protein, das sowohl in der Innen- als auch 
Außenmembran zu finden ist. Fmp52 hingegen scheint, der Struktur nach zu urteilen, ein 
lösliches Protein zu sein, welches eine starke Assoziation mit beiden mitochondrialen 
Membranen aufweist. Das bisher als Protein der Innenmembran beschriebene Nuc1 zeigt 
keinen Innenmembranprotein-typischen Verlauf. Es weist neben einem Maximum in Fraktion 




1 einen kleinen ‚Bauch‘ in den Fraktionen 9-13 auf. Nach Subtraktion der Fraktion 1 
demaskiert sich ein am ehesten zu vakuolären Proteinen passendes SILAC-Profil (Abbildung 
13I, s. auch Abschnitt zu Kolokalisation von mitochondrialen und vakuolären Proteinen). 
Auch das am Vesikeltransport und Autophagie beteiligte Protein Sec4 zeigt einen Nuc1 
ähnlichen Gradienten-Verlauf. Beide Proteine zeigen nicht das Muster, welches für eine 
Kolokalisation zwischen Mitochondrien und ER typisch wäre (s. 3.7). 
In Abbildung 13J ist schließlich noch der Verlauf des mitochondrialen Porins (VDAC1) 
zusammen mit dem Protein ADP/ATP-Transporter Aac2, der Hexokinase des 
Intermembranraums (Hxk1) und Fcj1 gezeigt. Diese vergleichende Darstellung wurde 
gewählt, da VDAC1 und die Hexokinase als mögliche Kandidatenproteine für die Ausbildung 
von mitochondrialen Kontaktstellen der Innen- und Außenmembran diskutiert worden sind 
(1.1.5). Bei Betrachtung der Verläufe wird deutlich, dass das mitochondriale Porin das 
typische Profil eines Außenmembranproteins besitzt. Es zeigt im Gegensatz zu Untereinheiten 
des TOB-Komplexes kein weiteres relatives Maximum im Bereich der intermediären Dichte. 
Die Hexokinase weist als lösliches Protein die größten SILAC-Verhältnisse in der Fraktion 21 
auf. Daneben zeigen sich höhere SILAC-Verhältnisse im Bereich der intermediären Dichte 
und der Außenmembran, welche eine geringe Membranassoziation vermuten lassen. Das 
Profil der intermediären Dichte gleicht dabei allerdings nicht dem der typischen 
Kontaktstellenproteine (3.3). Insgesamt unterstützt das SILAC-Profil der beiden Proteine 
VDAC und Hexokinase die Annahme einer Kontaktstellen-Anreicherung nicht.  
Eine Synopsis der SILAC-Profile von bisher uncharakterisierten Proteinen, welche sich durch 
ihr SILAC-Profil der Außenmembran zuordnen lassen, findet sich in Tabelle 5. Zudem sind 
dort auch Vorschläge zur Lokalisation notiert. 
  





Abbildung 13 – SILAC-Profile von Proteinen der mitochondrialen Außenmembran (OM) 
A, Untereinheiten des TOM-Komplexes; B, OM-1-Profil mit Maximum in Fraktion 1 und ansonsten sehr 
niedrigen SILAC-Verhältnissen; C und D,  OM-2-Profil mit zweitem relativen Maximum im Bereich der 
intermediären Dichte (Fraktion 11); D, Profil der OM-2-Proteine nach Subtraktion der SILAC-Verhältnisse 
eines OM-1-Proteins (Om14); E, OM-3-Profil mit ‚Wannen‘-artigem Gradientenverlauf; F, 
uncharakterisierte Proteine mit OM-1-ähnlichem SILAC-Profil; G, uncharakterisierte Proteine oder Proteine 
mit diskrepanten Lokalisationangaben, welche ein OM-3-ähnliches Profil aufweisen; H, Proteine mit 
Außenmembran-typischem Profil und zusätzlichen Maxima im Bereich von Innenmembranproteinen; I, 
atypisches Profil der Protiene Nuc1 und Sec4; J, Darstellung des mitochondrialen Porins und Hexokinase im 
Vergleich zu Fcj1 und einem Carrier-Protein Aac2 der Innemembran 
 




Tabelle 5 - Uncharakterisierte oder in verschiedenen Organellen lokalisierte Proteine mit 
Außenmembran-typischen SILAC-Profilen 
Proteine MTP Andere 
Lokali-
sation 
Referenz TMD Funktion Lokalisationsvor-
schlag 
Yhr003c + - (Reinders et al., 
2006; Sickmann et 








Yhr017w + - (Reinders et al., 
2006; Sickmann et 
al., 2003; Zahedi et 
al., 2006) 
2/3 Unbekannt Integrales Protein 
der mitochondrialen 
Außenmembran 
Ykl027w + -  (Reinders et al., 
2006; Sickmann et 













PM (Vogtle et al., 2012; 




Protein mit starker 
Außenmembran-
assoziation 
Gtt1 + ER/LP (Reinders et al., 
2006; Sickmann et 
al., 2003; Zahedi et 







Pet10 - LPM (Athenstaedt et al., 
1999) 
2 Unbekannt, ggf. 
Lipidmetabolismus 







+ - (Reinders et al., 
2006; Zahedi et al., 
2006) 
1 Unbekannt Integrales Protein 
der Innen- oder 
Außenmembran 
und ggf. zweite 
prozessierte Iso-
form mit Lokalisa-
tion in der jeweils 
anderen Mito-
chondrienmembran 
Fmp52 + ERM (Reinders et al., 
2006; Sickmann et 
al., 2003; Zahedi et 
al., 2006; Huh et al., 
2003) 
0 Unbekannt Lösliches IMS-










 (Reinders et al., 
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lation, welche in 





(Reinders et al., 
2006; Sickmann et 
al., 2003; Zahedi et 
al., 2006) 





MTP, bekanntes mitochondriales Protein; TMD, Transmembran-Domäne (α-Helix-Prädiktion); IM, Innenmemb-
ran; IMS, Intermembranraum; PM, peroxisomale Matrix; ER, endoplasmatisches Retikulum; LP, Lipid particle; 
ERM, ER-Membran; LPM, LP-Membran; PM, Plasmamembran 
3.6 Proteine des endoplastmatischen Retikulums (ER) 
Abbildung 14 zeigt die SILAC-Profile von verschiedenen ER-Proteinen. In Abbildung 14A 
und B sind die homogenen SILAC-Profile der Untereinheiten der Protein O-
Mannosyltransferase sowie des Sec61-Komplexes dargestellt. Abbildung 14C (SILAC-Profil 
ER-1) und D (SILAC-Profil ER-2) zeigt die beiden bei Weitem am häufigsten detektierbaren 
SILAC-Profile von ER-Proteinen. Beide zeigen relative bzw. absolute Maxima in den 
Fraktionen 1 und 7 und einen sich anschließenden Verlauf in Form eines konkav verlaufenden 
‚Abfalls‘ mit einem kleinen Maximum in Fraktion 21. In Abbildung 14E ist ein weiteres, 
häufig vertretenes SILAC-Profil des ER-Proteoms zu finden. Es unterscheidet sich von den 
beiden beschriebenen vornehmlich durch ein sägezahnähnlich konfiguriertes Muster in den 
Fraktionen 13-21. Alle dieser dritten SILAC-Profil-Gruppe zugeordneten Proteine sind als 
lösliche Proteine des ER-Lumens charakterisiert worden. Eine Ausnahme von den typischen 
ER-Profilen zeigt das im ER-Lumen lokalisierte und an der Protein-Faltung beteiligte Protein 
Scj1. Neben dem relativen Minimum in Fraktion 2 ist das Maximum in Fraktion 7 deutlicher 
ausgeprägt. Es ist das einzige der als im ER-Lumen lokalisierten Proteine, welches kein ER-3-
Profil aufweist. Es lässt sich eine starke Membranassoziation vermuten. Der Verlauf könnte 
durch ein Fehlen der Fraktion 21 und damit durch eine Verschiebung der relativen 
Verhältnisse in den ersten 5 Fraktionen zustande gekommen sein. 
Einen dem ER-1-Profil ähnlichen Verlauf zeigen die bisher weitgehend uncharakterisierten 
Proteine Ygl288w, Ykl077w und Ybl086c. Weiterhin konnten die Proteine mit diskrepanten 
Lokalisationsvorschlägen wie die Zink-Metalloprotease Ste24 und die doppelt lokalisierte 
Fumarat-Reduktase Osm1 diesem Gradientenmuster zugeordnet werden. Darüber hinaus 
wurden die uncharakterisierten Proteine Ygl140c, Pho88 und Ydr467c als ER-2-typische 
Proteine identifiziert. In diese SILAC-Profil-Gruppe fällt auch die Untereinheit der Serin-
Palmitoyltransferase Lcb2. In das SILAC-Profil der löslichen ER-Proteine fallen die Proteine 




Yhr138c und das als Innenmembran-assoziiert beschriebene Uth1 (Abbildung 14I). Auch 
einige bisher uncharakterisierte Proteine mit einem unvollständigen SILAC-Datensatz zeigen 
ein den ER-Proteinen ähnliches SILAC-Profil (Ydl121c, Ybr096w, Gnp1, Abbildung 14J). 
Eine Synopsis der bisher beschriebenen Funktion und Lokalisation der durch den SILAC-
Verlauf neu dem ER-Proteom zugeordneten Proteine findet sich in Tabelle 6. 
 
Tabelle 6 - Uncharakterisierte oder in unterschiedlichen Organellen lokalisierte Proteine mit 
ER-typischen SILAC-Profilen 
Proteine ERP Andere 
Lokalisa-
tion 








(Huh et al., 2003) 1 Unbekannt Integrales ER-
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Ydr467c - - - 2 Unbekannt Integrales ER-
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ERP, bekanntes Protein des endoplasmatischen Retikulums; TMD, Transmembran-Domäne (α-Helix-
Prädiktion); ER, endoplasmatisches Retikulum; IM, mitochondriale Innenmembran 










Abbildung 14 – SILAC-Profile von Proteinen des endoplasmatischen Retikulums (ER) 
A, Untereinheiten des Protein-O-Mannosyltransferase-Komplexes; B, Untereinheiten des Sec61-Komplexes; C, 
ER-1-Profil mit Maximum in Fraktion 7; D,  ER-2-Profil mit Maximum in Fraktion 1; E, ER-3-Profil mit 
„Sägezahn“-artigem Verlauf in den Fraktionen 11-21; F, atypischer Verlauf des ER-Proteins Scj1; G, 
uncharakterisierte Proteine oder Proteine mit diskrepanten Lokalisationangaben, welche ein ER-1-ähnliches 
SILAC-Profil aufweisen; H, uncharakterisierte Proteine oder Proteine mit diskrepanten Lokalisationangaben, 
welche ein ER-2-ähnliches SILAC-Profil aufweisen; I, ER-3-ähnliche uncharakterisierte Proteine; J, ER-
ähnliche unvollständige SILAC-Profile von nicht-charakterisierten Proteinen 




3.7 Proteine der mit Mitochondrien assoziierten ER-Membranen  
Der ERMES-Komplex (1.1.3) besteht aus den Untereinheiten Mdm10, Mmm1, Mdm12 und 
Mdm34 sowie der assoziierten GTPase Gem1. Die SILAC-Profile von Mdm10 und Gem1 
sind in Abbildung 15A und B dargestellt. Sie entsprechen dem typischen SILAC-Profil eines 
mitochondrialen Außenemembranproteins. Abbildung 15C und D zeigen die teilweise 
unvollständigen SILAC-Profile von den Proteinen Mmm1 und Mdm12. Mdm12 weist ein 
ER-typisches, Mmm1 dagegen ein etwas abgewandeltes SILAC-Profil auf. Das zweite breite 
Maximum in den Fraktionen 7 und 9 ist deutlich geringer ausgeprägt, als es bei typischen ER-
Membranproteinen anzunehmen wäre (Abbildung 15C). Der Verlauf entspricht einem Mittel 
der Verhältnisse von einem typischen ER-Membranprotein und einem integralen Protein der 
mitochondrialen Außenmembran (Abbildung 15E, zum Vergleich Mittelung aus den 
Proteinen Sec61 und Om14). Selbiges SILAC-Profil könnte also einer Kolokalisation in 
beiden Organellen oder einer Lokalisation an Kontaktstellen der mitochondrialen und ER-
Membran entsprechen. Mdm34 konnte im vorliegenden Datensatz nicht detektiert werden. In 
den Daten lassen sich einige weitere Proteine mit einem Mmm1-ähnlichen Verlauf 
ausmachen. Viele dieser Proteine sind an der zellulären Lipid-Homöostase beteiligt. So haben 
einige Proteine der Ergosterolsynthese (Erg1, Erg2, Erg6, Erg27), die Phospholipase C (Pgc1) 
und der Lipid-Carrier Lam6 neben einem absoluten Maximum in Fraktion 1 ein relatives, aber 
abgeschwächtes Maximum in den Fraktionen 7 und 9 gemeinsam (Abbildung 15F). Auch 
vier, nicht direkt am Lipidmetabolismus beteiligte, Proteine zeigen ein ähnliches 
Verlaufsmuster: Die Cytochrom b-Reduktase Cbr1, der Assemblierungsfaktor für das 
nukleäre Porin Snl1, der V-ATPase Assemblierungsfaktor Vph2 sowie das Zellzyklusarrest-
Protein Far10 (Abbildung 15G). Neben dieser SILAC-Profil-Gruppe lässt sich ein weiteres 
Mmm1-ähnliches Verlaufsbild ausmachen. Proteine diesen Musters haben ein Maximum in 
Fraktion 21, zeigen aber ansonsten ein Mmm1-ähnlichen SILAC-Profil (Abbildung 15H, 
Rdl1-21). Zu dieser Gruppe von Proteinen gehört der Rho GDP-Dissoziation-Inhibitor Rdi1, 
die Thiol-Transferase Grx2 und das an der Lipid-Homöostase beteiligte Scs2. Eine Synopsis 
der Proteine mit Mmm1-ähnlichem Verlauf und deren bisherige Charakterisierung und 
Lokalisationsvorschläge finden sich in Tabelle 7.  
  






Abbildung 15 – SILAC-Profile von Proteinen des ERMES-Komplexes sowie von Proteinen 
mit einem Mmm1-ähnlichen SILAC-Profil 
A, Untereinheiten Mdm10 und Gem1 des ERMES-Komplexes mit Verankerung in der mitochondrialen 
Außenmembran; B, SILAC-Profile der Untereinheiten Mdm10 und Gem1 aus dem zweiten Experiment; C,  
SILAC-Profile der ERMES-Untereinheiten Mmm1 und Mdm12; D, SILAC-Profile der Untereinheiten Mmm1 
und Mdm12 aus dem zweiten Experiment; E, Vergleich des Proteins Mmm1 mit einer Mittelung der SILAC-
Profile eines typischen ER-Membranproteins (Sec61) und eines integralen Außenmembranproteins (Om14); F, 
Proteine mit Mmm1-ähnlichem Gradientenmuster und Funktionen im Bereich der Lipidhomöostase; G, Proteine 
mit Mmm1-ähnlichem Verlauf ohne beschriebene Funktionen in der zellulären Lipidhomöostase; H, Proteine 
mit Maximum in Fraktion 21, aber ansonsten Mmm1-ähnlichen Verlaufsmustern 
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MTP, bekanntes mitochondriales Protein; TMD, Transmembran-Domäne (α-Helix-Prädiktion); ER, endoplasma-
tisches Retikulum 
  





In Abbildung 16A und B sind die beiden am häufigsten identifizierten, charakteristischen 
Verläufe der SILAC-Profile von vakuolären Proteinen dargestellt. Sie zeichnen sich durch ein 
breites Maximum in Fraktion 9-13 (V-1) oder ein spitzes Maximum in Fraktion 9 (V-2) aus. 
Das in Abbildung 16C dargestellte V-3-Profil zeigt neben einem V-1-ähnlichen, relativen 
Maximum hohe SILAC-Verhältnisse in der Fraktion 21. Dies ist vermutlich, wie bereits für 
andere Organellen beschrieben, auf eine nur teilweise bestehenbleibende Membranassoziation 
zurückzuführen. Für das Protein Ypt7 zeigt sich ein etwas abgewandeltes SILAC-Profil, 
welches sich durch ein zusätzlich hohes SILAC-Verhältnis in der Fraktion 1 auszeichnet 
(Abbildung 16D). Dieses Muster ist ähnlich einer Mischung aus zwei SILAC-Verhältnissen 
von einem Protein der Außenmembran (Om14) und einem vakuolären Protein (Meh14, 
Abbildung 16E). Somit lässt sich für dieses Protein eine Kolokalisation oder Lokalisation im 
Bereich von Organellen-übergreifenden Kontaktstellen mutmaßen. Folgenden bisher nicht 
sicher dem vakuolären Proteom zugeordneten Proteine konnte ein Vakuolen-typisches 
SILAC-Profil zugeordnet werden: Ybr074w, Vtc4, Ygr125c und Neo1 (V2-Profil, Abbildung 
16F); Adp1, Rmd8, Hsv2 (V1-Profil, Abbildung 16G); Ykl151c (V3-Profil, Abbildung 16H). 
Einige Proteine zeigen ein Ypt7-ähnliches SILAC-Profil, welches gemäß der oben 
ausgeführten Analyse eine Kolokalisation in Außenmembran und Vakuole nahelegt 
(Abbildung 16I). So zeigen die Proteine Ady2, Vma2 und das bisher uncharakterisierte 
Yjl171c V2-typische SILAC-Profile mit zusätzlich relativ hohen SILAC-Verhältnissen in 
Fraktion 1 (~0,5). Der Außenmembrananteil ist jedoch deutlich geringer als bei Ypt7; die 
Proteine sind Vakuolen-dominant. Ein Ypt7-ähnliches SILAC-Profil zeigt der GDP-
Dissoziationsfaktor Gdi1. Darüber hinaus weist das uncharakterisierte Aim18 und die GTPase 
Ypt32 neben einem Maximum in Fraktion 1 relative Vakuolen-typische Anhebungen des 
SILAC-Verhältnisses in Fraktion 9 auf. Diese Proteine werden daher ebenso als 
Kontaktstellen-Kandidaten eingestuft, sind aber Außenmembran-dominant. Eine Synopsis 
dieser und oben beschriebener, dem vakuolären Proteom zugeordneten Proteine und ihre 
bisherigen Funktions- und Lokalisationsdaten finden sich in Tabelle 8.  
  






Abbildung 16 – SILAC-Profile von Proteinen der Vakuole 
A, V-1-SILAC-Profil mit breitem Maximum in den Fraktionen 9-13;  B, V-2-SILAC-Profil mit spitzem Peak 
in Fraktion 9; C,  V-3-SILAC-Profil mit hohem Proteinanteil in den dichtesten Saccharose-Fraktionen; D, 
atypisches SILAC-Profil des vakuolären Protein Ypt7; E, das SILAC-Profil von Ypt7 gleicht einer Mittelung 
aus einem typischen Außenmembran- und Vakuolen-SILAC-Profil (Om14/Meh1); F-H, Proteine mit bisher 
ungeklärter Lokalisation mit V1-V3-typischen SILAC-Profilen; I, Proteine mit Ypt7-ähnlichen SILAC-
Profilen 
 











Referenz TMD Funktion Lokalisationsvor-
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(Uttenweiler et al., 
2007; Muller et al., 
2003) 
4 Vakuolen-Fusion Integrales Mem-
branprotein der 
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Ygr125w + - (Huh et al., 2003) >10 Unbekannt Integrales Mem-
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Ypt32 - Golgi, 
Mito-
chondrium 
(Zahedi et al., 2006; 








und der äußeren 
Mitochondrien-
membran (hier mit 
Assoziation zu 
Vakuolen) 
VP, bekanntes Protein der Vakuole; TMD, Transmembran-Domäne (α-Helix-Prädiktion); ER, endoplasmati-
sches Retikulum 
  




3.9 Charakterisierung von YML030W  
3.9.1 Zusammenfassung und Analyse bisheriger Daten 
3.9.1.1 Daten zur Proteinstruktur 
Laut Saccharomyces Genome Database (SGD) kodieren 480 Nukleinsäuren für das Protein 
Aim31. Dies entspricht einer Proteinlänge von 159 Aminosäuren (s.u. Aminosäuresequenz). 
Zur Vorhersage der Transmembrandomäne wurde das Programm DAS (Cserzo et al., 1997) 
verwendet. Die Profile Score für die Hydrophobizität der Proteinbereiche ergibt eine hohe 
Wahrscheinlichkeit für zwei Transmembrandomänen. Mittels des Paircoil2-Algorithmus 
(McDonnell et al., 2006) wurde eine hohe Wahrscheinlichkeit für das Vorhandensein einer 
Coiled-Coiled-Domäne am C-Terminus gefunden. Im Folgenden ist die Aminosäuresequenz 
des Proteins Aim31 dargestellt. Geladene Aminosäuren sind rot markiert, wohingegen 
aufeinanderfolgende hydrophobe Aminosäuren fett markiert sind. Diese Proteinabschnitte 
können somit den beiden prädizierten Transmembrandomänen entsprechen. Der Abschnitt der 






3.9.1.2 Daten zur Proteinkonservierung und Homologenanalyse 
Das Protein Aim31 gehört zur Familie der Hypoxia-inducible Gene 1 (HIG1)-related 
Proteinfamilie. Die Domäne wurde in Proteinen gefunden, die an der Stoffwechselantwort bei 
hypoxischen Bedingungen beteiligt sind. Wie auch bei Aim31 ist die Domäne stets am N-
Terminus des Proteins zu finden. In Saccharomyces cerevisiae lässt sich ein weiteres Protein 
der HIG1-Gene related Proteinfamilie zuordnen. Hierbei handelt es sich um das Protein 
Ynr018w/Aim38, welches ebenfalls ein mitochondriales Protein mit zwei möglichen 
Transmembrandomänen ist. Auffällig für die möglichen Homologen in höheren Organismen 
ist die Konsensussequenz in der N-terminalen Transmembrandomäne 
PLVP[I/L]G[..]T[A/G]A. Der C-Terminus hingegen scheint nur in Pilzen konserviert zu sein 
und verkürzt sich in Vergleich zu höheren Organismen zunehmend (Abbildung 17). Die 
Coiled-Coiled-Domäne scheint somit wenig konserviert. In Drosophila melongaster und 
Homo sapiens scheint HIGD2A (HIG1 hypoxia inducible domain family member 2A) das 
Homolog zum Hefeprotein Aim31 darzustellen (vgl. multiples Alignment in Abbildung 17). 




Die Berücksichtigung von membranständigen Interaktionspartnern (3.9.5) und die starke 
Konservierung der ersten Transmembrandomäne lässt vermuten, dass dieser Bereich für die 





































Abbildung 17 – Multiples Alignment von Aim31 
Dargestellt sind die Aminosäuresequenzen von HIG1 domain family member 2A (Homo sapiens; H. s.), HIG1 
domain family member 2A (Mus musculus; M. m.), CG9921, isoform B (Drosophila melongaster; D.m.), 
mitochondrial hypoxia responsive domain-containing protein (Neurospora crassa; N. c.) und von Aim31 
(Saccharomyces cerevisiae; S. c.). Die Sequenzanalyse wurde mit Hilfe des Programms Clustal Omega (Sievers 
et al., 2011) durchgeführt. Identische Aminosäuren (*) wurden grün unterlegt. Konservative (:) und semi-
konservative (.) Substitutionen sind je türkis bzw. gelb unterlegt. 
 




3.9.1.3 Daten zu möglichen Interaktionspartnern 
Helbig et al. untersuchten die unterschiedliche Zusammensetzung und Assemblierung von 
Atmungskettenkomplexen unter anaeroben und aeroben Bedingungen mittels Blau-Nativ-
Gelelektrophorese und anschließender massenspektrometrischer Proteinidentifikation (Helbig 
et al., 2009). Weiterhin konnten die Autoren durch ihre Komplexanalysen bisher unbekannte 
Proteine identifizieren, die eine ähnliche Anreicherung in Blau-Nativ-Gelabschnitten wie 
Atmungskettenenzyme zeigen. Hierzu zählt unter anderem das Protein Aim31. Aim31 zeigt in 
der Studie eine ähnliche Verteilung wie Untereinheiten der Cytochrom c-Oxidase. Diese 
Daten können als ein Hinweis auf eine mögliche Interaktion des Proteins mit Untereinheiten 
der Cytochrom c-Oxidase bzw. dessen Formationen in Superkomplexen verwendet werden. 
Aim38, das bereits erwähnte zweite Protein der HIG-1 related Proteinfamilie, zeigt in den 
Daten von Helbig et al. einen kongruenten Verlauf zu Aim31 und Untereinheiten der 
Cytochrom c-Oxidase. 
 
3.9.2 Phänotypisierung von ∆aim31 
Das Protein Aim31 war bislang weitgehend uncharakterisiert. Zur Wachstums-
Phänotypisierung der Δaim31-Mutante wurden drei unterschiedliche experimentelle Ansätze 
verwendet: Tüpfel-Test, Wachstum auf einem nicht-fermentierbaren Lactat-Medium und 
Wachstum nach Diauxie-Shift (2.4.2). In Abwesenheit von Glukose ist für Hefezellen eine 
funktionsfähige mitochondriale Energiegewinnung durch oxidative Phosphorylierung obligat. 
Dementsprechend kann das Wachstum auf einem Lactat-haltigen Medium als Anhaltspunkt 
für die Effizienz dieser Form der Energiegewinnung gewertet werden. In Abbildung 18 wird 
ersichtlich, dass, unabhängig von der Wachstumstemperatur, die Deletionsmutante Δaim31 
ein deutlich vermindertes Wachstum auf einem Lactat-Medium aufweist. In Anwesenheit von 
Glukose (YPD) ist dieser Unterschied nicht vorhanden oder nur minimal ausgeprägt.  





Abbildung 18 - Eingeschränktes Wachstum der Δaim31-Mutante auf nicht-fermentierbarem 
Medium 
‚Tüpfel-Test‘ bei verschiedenen Wachstumstemperaturen für den Wildtyp YPH499 im Vergleich zur 
Deletionsmutante Δaim31; je auf Lactat-Medium und YPD-Medium. Die Platten wurden unter Weißlicht nach 3 
Tagen abfotografiert.  
 
Aim31 scheint also für eine funktionierende oxidative Phosphorylierung von Bedeutung zu 
sein. Ergänzend zum ‚Tüpfel-Test‘ wurde eine Wachstumskurve des Wildtyps und der 
Deletionsmutante aufgenommen. In Abbildung 19 ist der Verlauf der optischen Dichte 
(OD600) der in einem Lactat-Medium kultivierten Δaim31-Kultur im Vergleich zum Wildtyp 
gezeigt. Beide Kulturen wurden ab einer Start-OD600 von entweder 0,2 (A) oder 0,4 (B) 
beobachtet.  




Abbildung 19 - Verlangsamtes Wachstum der ∆aim31-Mutante in der Flüssig-Lactat-Kultur 
Wachstumskurve auf Lactat-Medium mit Start-OD 0,2 (A) und Start-OD 0,4 (B) 
 
In beiden Graphen wird deutlich, dass die Mutante ein deutlich verlangsamtes Wachstum in 
Lactatmedium aufweist. Bei einer Start-OD von 0,2 konnte für den Wildtyp eine 
Verdopplungszeit von 245 min ermittelt werden, wohingegen die Deletionsmutante Δaim31 
322 min für eine Verdopplung der Zellzahl benötigte. Ähnliche Ergebnisse lieferte der Ansatz 
mit einer Start-OD von 0,4 (Verdopplungszeit wt: 262 min vs. Δaim31: 333 min). Die 
Wachstumskurve bestätigt damit die Beobachtungen des Tüpfel-Tests. Nach zunächst 
qualitativen Beobachtungen, dass der Stamm Δaim31 besonders nach vorherigem Wachstum 
auf einem glukosehaltigen Medium ein schlechtes bzw. deutlich verzögertes Anwachsen (bis 
zu mehreren Tagen) auf einem nicht-fermentierbaren Medium zeigt, wurde zur quantitativen 
Analyse eine Wachstumskurve nach Diauxie-Shift durch Mediumwechsel von YPD auf 
Lactat angefertigt. Abbildung 20 zeigt den Verlauf der optischen Dichte in zunächst Glukose- 
und anschließend Lactat-haltigem Medium. Nach initialem Wachstum auf zuckerhaltigem 


























Abbildung 20 - Verzögertes Zellwachstum der Deletionsmutante Δaim31 nach Diauxie-Shift 
Wachstumskurve in YPD und nach Wechsel auf ein Lactat-Medium. Die Zellen wurden zum Wechsel mehrfach 
gewaschen. Der Wildtyp-Stamm wächst nach einem kurzen Wachstumsarrest wieder an, bei der 
Deletionsmutante Δaim31 ist dieses Intervall deutlich prolongiert. Dargestellt sind zwei unabhängige 
Experimente. 
Beide Stämme zeigen bei Wachstum in einem YPD-Medium ein zunächst gleiches 
Wachstumsverhalten (Wildtyp-Verdopplungszeit wt 122 min; Δaim31-Verdopplungszeit 
Δaim31: 121 min). Die Lag-Phase bestand im Wildtyp aus einem Intervall von ca. 6 h. Im 
Deletionsstamm hingegen war ein Ansteigen der Zelldichte erst 38 h nach Mediumwechsel zu 
registrieren. Im Anschluss an die Lag-Phase war das Wachstum von beiden Kulturen 
langsamer als in den vorherigen Wachstumstests (siehe oben), aber weiterhin deutlich 
verschieden (Wildtyp-Verdopplungszeit: 496 min; Δaim31-Verdopplungszeit: 583 min).  
Aim31 scheint also auch bei der Umstellung auf oxidative Energiegewinnung eine 
entscheidende Rolle zu spielen. Möglicherweise besitzt das Protein eine Funktion für die 
Expressionsveränderungen, Assemblierung oder Aktivität von Komponenten der 
Atmungskette, die auf respiratorischem Medium benötigt werden. Ob der Effekt nach 
Induktion des Diauxie-Shift nur eine Verstärkung des Wachstumsphänotyps darstellt oder auf 
eine besondere funktionelle Komponente in der zellulären Antwort auf die metabolische 
























3.9.3 Veränderungen der Enzymaktivität von Atmungskettenkomplexen in ∆aim31 
Der Wachstumsphänotyp legt eine Einschränkung der mitochondrialen Energiegewinnung 
durch die oxidative Phosphorylierung nahe. Um dies weiter zu analysieren, wurden die 
Aktivitäten der Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase (Komplex III; 2.1.10) und der 
Cytochrom c-Oxidase (Komplex IV; 2.1.9) gemessen. Es konnte eine selektive Reduktion der 
Cyotchrom-c-Oxidase-Aktivität festgestellt werden. Diese ist im Δaim31-Stamm im 
Vergleich zum Wildtyp um fast 50% reduziert (Abbildung 21). Im Gegensatz dazu 














Die Verminderung der enzymatischen Aktivität kann sowohl durch eine geringere Enzym-
Konzentration, als auch durch eine eingeschränkte Funktion (beispielsweise durch 
unvollständige Assemblierung) des vorliegenden Enzyms zustande kommen. Trotz einer 
örtlichen Nähe und Komigration zu Komplex III im Superkomplex scheint das Fehlen von 
Aim31 dennoch funktionell ausschließlich die Cytochrom c-Oxidase in ihrer Aktivität zu 
mindern.  
  
Abbildung 21 -  Selektive Verringerung der Cytochrom c-Oxidase-Aktivität 
Die Aktivität der Cyotchrom c-Oxidase ist in der Deletionsmutante ∆aim31 auf fast die Hälfte (62%) der Wild-
typ-Aktivität reduziert. Die Messung der Aktivität der Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase zeigt keine sig-
nifikanten Unterschiede. Angegeben ist der Mittelwert und die Standardabweichung von drei unabhängingen 
Messungen. *p<0.05 
 
Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreuktase Cytochrom c-Oxidase 




3.9.4 Topologieanalyse von Aim31 
Zur Topologieanalyse wurden isolierte Mitochondrien (2.4.4) unter verschiedenen 
Bedingungen mit einer Protease behandelt (2.4.5) und eine Carbonat-Extraktion (2.4.6) 
durchgeführt. In unbehandelten Mitochondrien bleiben die Signale sowohl von 
Außenmembranproteinen (TOM70) und Innenmembranproteinen (Aac1) als auch von 
Matrixproteinen (Hep1) erhalten. Bei Protease-Zusatz werden ungeschützte 
Außenmembranproteine abgebaut. Dementsprechend kann Tom70 nach Protease-Verdau 
nicht länger dekoriert werden. Bei vorherigem hypotonen Schwellen und folgender Protease-
Behandlung werden Innenmembranproteine verdaut (Aac1). Matrixproteine werden bei 
keinem der Ansätze abgebaut (Hep1). Das Verhalten von Aim31 entspricht einem 
Innenmembran-Protein (s. Abbildung 22). Integrale Membranproteine (Tom70, Aac1) werden 
durch Natriumcarbonat nicht von Membranen getrennt. Lösliche Matrixproteine (Hep1) 
hingegen zeigen nach Behandlung einen Übergang in die lösliche Phase. Aim31 zeigt wie die 
integralen Membranproteine Tom70 und Aac1 nach Natrium-Carbonat ein Verbleiben in 











Dieses Ergebnis lässt sich auch mit dem Gradienten-Verlauf des Proteins Aim31 aus der 
SILAC-Analyse vereinbaren. Dieser zeigt mit einem steilen Maximum in Fraktion 13 den 
typischen Verlauf eines Innenmembranproteins (Abbildung 23, zum Vergleich Tim50). In 
Zusammenschau von SILAC-Daten des vorliegenden Experimentes und den Vorhersage-
Abbildung 22 - Aim31 ist ein integrales Membranprotein der Innenmembran 
Links: Protease Behandlung von Mitochondrien und Mitoplasten; rechts: Natrium-Carbonat Extraktion; P, Pel-
let; Ü, Überstand; Nach osmotischem Schock wird Aim31 der Protease zugänglich und verbleibt bei der Natri-
um-Carbonat-Extraktion im Pellet. 




Ergebnissen durch Simulations-Algorithmen (3.1.1) ist die in Abbildung 23 gezeigte 













3.9.5 Analyse von möglichen Interaktionspartnern 
Es konnte gezeigt werden, dass das Fehlen von Aim31 die Aktivität der Cytochrom c-Oxidase 
beeinträchtigt (3.9.3). Dies legt nahe, dass das Protein möglicherweise mit Untereinheiten der 
Cytochrom c-Oxidase interagiert oder sogar eine Untereinheit der Cytochrom c-Oxidase 
darstellt. Um diese Hypothese zu testen, wurde eine Affinitätschromatographie mittels 
Histidyl-getagtem, Plasmid-codiertem Aim31 durchgeführt (2.1.7; 2.2.11). Sowohl N- als 
auch C-terminal Histidyl-getagtes Aim31 bindet gut an die Ni-NTA-Beads. Bei der N-
terminalen Markierung ist eine prominente Abbau-Bande erkennbar (vgl. Abbildung 24). Mit 
Aim31 können Cox2, Cox3, Cox4 und Cyt1 kopräzipitiert werden. Als Negativkontrollen 
diente das Protein Tim17. Mit der N-terminalen His-Markierung scheint die Aufreinigung des 
Proteins Aim31 ähnlich effizient, jedoch werden deutlich weniger Interaktionspartner 
kopräzipitiert. Eine mögliche Erklärung ist, dass der N-terminale His-Tag die Interaktion mit 
anderen Proteinen verändert und so mögliche Komplexe zerfallen. Im Hinblick auf die 
Konservierung könnte es plausibel erscheinen, dass der konservierte N-terminale 
Proteinabschnitt für die Interaktion und Funktion des Proteins am wichtigsten ist und so eine 
C-terminale Proteinmodifikation zur Aufreinigung des Komplexes die besseren Ergebnisse 
liefert.  
Abbildung 23 – Mitochondriale Topologie des Proteins Aim31 
Links: Vergleich der SILAC-Profile von Aim31, Aim38 und Tim21. Sowohl Aim31 als auch das Homolog Aim38 
verhalten sich wie das Innenmembranprotein Tim21.  
Rechts: Lokalisation und Orientierung des Proteins Aim31 in der mitochondrialen Innenmembran; IMS = Inter-
membranraum (engl. intermembrane space); IM, Innere Mitochondrienmembran; Matrix, mitochondriale Matrix; 














































Aufgrund fehlender zur Verfügung stehender Antikörper wurde eine massenspektrometrische 
Analyse der Elutionsfraktion einer weiteren Koreinigung mit Histidyl-getagtem Aim31 und 
einer Wildtyp-Kultur zur Kontrolle durchgeführt. Um eine möglichst physiologische 
Konzentration von Aim31 in den Hefezellen zu erhalten, wurde hierfür ein C-terminaler, 
chromosomaler His-Tag benutzt (2.2.12), welcher der Kontrolle des endogenen Promotors 
unterliegt. Dies konnte durchgeführt werden, weil die C-terminale Aufreinigung bezogen auf 
die Interaktionspartner deutlich effizienter war (s. oben). Die beiden Elutionsfraktionen 
(Aim31-His und WT) wurden Coomassie-Blau gefärbt (2.1.5) und anschließend die Aim31-
His-spezifischen Protein-Banden und die korrespondierenden Gel-Abschnitte in der Wildtyp-
Fraktion ausgeschnitten und massenspektrometrisch analysiert (2.1.11, Abbildung 25). Neben 
Aim31 konnten viele Proteine selektiv in Histidyl-getagten Mitochondrien identifiziert 
werden. Neben vielen Cytochrom c-Oxidase-Untereinheiten (Cox 2, 6, 12,13,14, 23) und 
Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase-Untereinheiten (Qcr8, Rip1, Cyt1) legt das 
Experiment auch weitere mögliche Interaktionspartner für das Protein Aim31 nahe. So 
konnten einige Assemblierungs-Faktoren (Pet100, Cox23), ribosomale Proteine (Mnp1, 
Mrp58), die MICOS-Untereinheit Mic10 und die beiden bisher nicht charakterisierten 
Proteine YDR286C und YHR199C zusammen mit Aim31 aufgereinigt werden. Die 
massenspektrometrische Auswertung bestätigt die Ergebnisse aus der erst beschriebenen 
Abbildung 24 - Aim31 kopräzipi-
tiert mit Untereinheiten der Cy-
tochrom c-Oxidase 
Affinitätschromatographie durch His-
tidyl-getagtes Aim31. Es können selektiv 
sowohl Untereinheiten der Cytochrom c-
Oxidase als auch Ubichinon-Cytochrom 
c-Oxidoreduktase koeluiert werden. Das 
Innenmembranprotein Tim17 interagiert 
nicht mit Aim31. 
→ proteolytisches Abbauprodukt des 
Histidyl-Tags; T, 10% der lysierten Mi-
tochondrien; Ü, 10% des Überstands 
nach Inkubation mit der Ni-NTA-
Agarose; E, 50% des Eluats  
← 




Affinitätschromatographie: Aim31 scheint mit Proteinen der Cytochrom c-Oxidase und deren 














Gelfragment  Masse 
[kDa] 
Charakterisierung 
1   
Cox12 ~9,8 kDa UE der Cytochrom c-Oxidase, 
benötigt für Assemblierung 
aber nicht für Aktivität nach 
Assemblierung 
Acp1 ~14kDa Acyl-Carrier Protein; 
Biosynthese von Octanoate 
2    
 Ydr286c ~13kDa Bisher nicht charakterisiertes 
Protein 
 Cox14 ~8kDa Komplex IV/Superkomplex-
Assemblierung 
 Cox13 ~15kDa Cytochrom c-Oxidase-
Aktivitätsmodulator 
    
3    
Cox6 ~17kDa Untereinheit der Cytochrom c-
Oxidase 
QCr8 ~11kDa Untereinheit der Ubichinon-
Cytochrom c-Oxidoreduktase 
 Cox13 ~15kDa Cytochrom c-Oxidase-
Aktivitätsmodulator 
4    
Pet100 ~13kDa Beschleunigt Assemblierung 
der Cytochrom c-Oxidase 
Yml030w ~18kDa = Aim31 
 Ycl057c-a ~10kDa =Mic10 
5    
Cox23 ~17kDa IMS-Protein welches essenziell 
für die Cytochrom c-Oxidase 
Assemblierung ist 
Mnp1 ~21kDa Mitochondriale ribosomales 
Protein, benötigt für 
respiratorisches Wachstums 
7    
   
Rip1 ~23kDa Rieske-Protein der Ubichinon-
Cytochrom c-Oxidoreduktase 
Cox2 ~29kDa Katalytische Untereinheit der 
Cytochrom c-Oxidoreduktase 
Sco2 ~35kDa Kupfer-Einbau in die 
Cytochrom c-Oxidoreduktase 
Yhr199c ~34kDa =Aim46, bisher nicht 
charakterisiertes Protein 
8    
Mrp51   
Cyt1 ~35kDa  




12  Yml030w ~18kDa =Aim31 
Abbildung 25 - Gelfragmente der 
Elutionsfraktionen  
Links: Elutionsfraktion mit Histidyl-
getagtem Aim31, rechts: Elutionsfraktion 
des Wildtyps. Die roten Striche entsprechen 
den ausgeschnittenen Gelfragmenten in 
angegebener Nummerierung 
Tabelle 9 – selektive Proteinidentifikation in der Elutions-
fraktion von Histidyl-getagtem Aim31 




3.9.6 Veränderungen im Expressionsmuster in der ∆aim31 Deletionsmutante 
Um zu untersuchen, in welcher Weise sich die Expressionslevel von Proteinen zwischen 
Δaim31 und dem WT unterscheiden, wurde die Proteinkonzentration in isolierten 
Mitochondrien untersucht. Als Kontrollen dienten die Proteine Tom70 und Aconitase, die 
nach Quantifizierung der Banden keine signifikanten Unterschiede in ihrer 
Proteinkonzentration zeigten. Wie zu erwarten, kann das Protein Aim31 im Deletionsstamm 
nicht detektiert werden. Die meisten Untereinheiten des Cytochrom c-Oxidase-Komplexes 
sowie Cyt1 zeigten keine nennenswerten Konzentrationsunterschiede in beiden Hefe-
Stämmen. Einzig eine Verringerung der Aac1-Konzentration in der Deletionsmutante ist 
nennenswert (s. Abbildung 26). Nach Bandenquantifizierung konnte eine Signalreduktion auf 
55,9 +/- 5,3% des Wildtyps beobachtet werden (p<0.05). Die Bandenintensität von Cox4 und 
Aco1 in ∆aim31 unterschieden sich nicht signifikant von den Wildtypsignalen (Cox4: 














Die Verringerung der Cytochrom c-Oxidase-Aktivität lässt sich somit nicht mit einer 
geringeren Konzentration an Cytochrom c-Oxidase-Untereinheiten erklären. Vielmehr scheint 
die katalytische Effizienz reduziert. 
 
Abbildung 26 -  Das Fehlen von Aim31 verändert die Expressionslevel der Untereinheiten 
der Cytochrom c-Oxidase nicht 
Die Konzentration von Aac1 ist im Deletionsstamm deutlich reduziert. Für die Untereinheiten der 
Cytochrom c-Oxidase und Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase können keine Konzentrations-
unterschiede festgestellt werden. 




3.9.7 Veränderungen der Atmungskettenkomplexassemblierung in der ∆aim31 
Deletionsmutante 
Die Assoziation von Aim31 mit Superkomplexen macht eine funktionelle Rolle des Proteins 
in der Komplexbildung wahrscheinlich. Mit Blau-Nativ-Gelen (2.1.4) sollte untersucht 
werden, inwieweit die Deletionsmutante sich in ihrer Ausprägung und Konzentration von 
Superkomplexen im Vergleich zum Wildtyp unterscheidet. In ∆aim31-Mitochondrien ist die 
Konzentration an Superkomplexen im Vergleich zum Widltyp deutlich reduziert. Vor allem 
der Komplex V1III2 scheint im Vergleich zum Wildtyp in deutlich geringerer Konzentration 
vorhanden zu sein. Dies lässt sich sowohl in der Immundekoration mit Cox2 als auch Cyt1 
nachvollziehen. Darüber hinaus lassen sich mit einem gegen einen aufgereinigten Cytochrom 
c-Oxidase-Komplex hergestellten Antikörper einige zusätzliche Banden der intermediären 
Größe in der Deletionsmutante nachweisen, welche nicht im Wildtyp nachzuweisen sind 


















Abbildung 27 - Das Fehlen von Aim31 mindert die Konzentration an Superkomplexen der 
Cytochrom-C-Oxidase und Ubichinon-Cytochrom-c-Oxidase 
III2, Dimer der Ubichinon-Cytochrom c-Oxidase; IV2III2 und IV1III1, Superkomplexe der Cytochrom c-Oxidase 
und Ubichinon-Cytochrom c-Oxidase; αCOX, gegen aufgereinigte Cytochrom c-Oxidase aus Saccharomyces 
cerevisiae gerichteter polyvalenter Antikörper; →, Auftreten von Assemblierungsintermediaten 




Aim31 ist für die Bildung von Superkomplexen der Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase 
und Cytochrom c-Oxidase von Bedeutung. Ein Fehlen von Aim31 scheint darüber hinaus die 
Konzentration einiger Assemblierungsintermediate zu erhöhen, welches auf eine essentielle 
Funktion des Proteins für eine höhermolekulare Oligomerisierung hindeutet.
 
4 Diskussion 
4.1 Evidenz für spezifische Proteinlokalisationen innerhalb der Innenmembran 
 
Die Innenmembran von Mitochondrien ist als die proteinreichste Phospholipid-
Doppelmembran in lebenden Organismen charakterisiert (Simbeni et al., 1991). Die 
abundantesten Proteinen sind die Enzymkomplexe, welche an der aeroben Energiegewinnung 
durch oxidative Phosphorylierung beteiligt sind (Schwerzmann et al., 1986). Trotz ihrer 
Kontinuität scheint die innere Mitochondrienmembran in unterschiedliche Subkompartimente 
organisiert: innere Grenzmembran, Cristamembran und Übergangsbereiche (Crista junctions, 
s. auch 1.1.3). Erste Analysen durch Elektronenmikroskopie und Fraktionierung von 
mitochondrialen Membranvesikeln konnten Erkenntnisse über die unterschiedliche 
Differenzierung der inneren Mitochondrienmembran erbringen (Santiago et al., 1968; Werner 
and Neupert, 1972; Vazquez et al., 1968; Burstein et al., 1971). Mit den damaligen Methoden 
der Proteinidentifikation konnten die entstandenen Vesikel allerdings nur schwerlich mit dem 
jeweiligen Ursprungsfragment aus intakten Mitochondrien korreliert werden (Ohlendieck et 
al., 1986; Werner and Neupert, 1972). Schon früh wurde angenommen, dass die 
Sublokalisation von Proteinen ihrer Funktion entspricht. Dies würde die präferenzielle 
Anreicherung in entweder der Cristamembran oder der inneren Grenzmembran erklären. So 
sind für die während des Imports in engen Kontakt tretenden TIM- und TOM-Komplexe eine 
präferenzielle Lokalisation in der inneren Grenzmembran nahegelegt worden (Schwaiger et 
al., 1987; Rassow et al., 1989). Eine ähnliche dominante Lokalisation in der inneren 
Grenzmembran wurde für Transport-Proteine (Dolder et al., 2001) und für Proteine mit 
Beteiligung an Fusions- und Teilungsprozessen vorgeschlagen (Okamoto and Shaw, 2005). 
Gilkerson und Kollegen konnten zeigen, dass Atmungskettenkomplexe und die ATP-Synthase 
hingegen mit einem relativen Konzentrationsverhältnis von etwa 2,5 vornehmlich in den 
Cristamembranen lokalisiert sind (Gilkerson et al., 2003). Diese Verteilung könnte nach den 
Interpretationen von Frey und Song et al. die chemiosmotische Kopplung durch 




Kompartimentierung, Diffusionsbarrieren und Oberflächenvergrößerung begünstigen (Frey et 
al., 2002; Song et al., 2013). 
Weitere technische Fortschritte in den Gebieten der Konfokal-Mikroskopie (Wurm and 
Jakobs, 2006; Stoldt et al., 2012) und Immuno-Gold-Elektronenmikroskopie (Suppanz et al., 
2009; Vogel et al., 2006) sowie eine Weiterentwicklung der mitochondrialen 
Subfraktionierungs-Methode (Satoh et al., 2003; Hovius et al., 1990) lieferten in den 
vergangenen Jahren neue Erkenntnisse über die spezifischen Verteilungen des 
Innenmembranproteoms. Selbige Ergebnisse sollen im Folgenden mit den Resultaten der 
präsentierten SILAC-Analyse verglichen und ein Modell über die spezifische Verteilung von 
Proteinen über die Abschnitte der inneren Mitochondrienmembran erarbeitet werden. 
Zunächst werden einige theoretische Überlegungen bezüglich der Interpretation von SILAC-
Profilen aus der mitochondrialen Subfraktionierung vorangestellt. Die beschriebenen SILAC-
Profile von Innenmembranproteinen sind zum einen relativ homogen, zum anderen hoch 
spezifisch für die Innenmembran. Ausnahmen von als Innenmembranproteine 
charakterisierten Proteinen mit einem Innenmembran-untypischen Profil sind selten (vgl. 3.3, 
Mgm1, Afg1, Nuc1), aber können mit deren strukturellen und funktionellen Eigenschaften 
erklärt werden. Umgekehrt wiesen keine Proteine mit einer sicher anderen Lokalisation ein 
Innenmembran-typisches Profil auf. Trotz der Homogenität lassen sich untereinander 
abweichende Nuancen mit unterschiedlichen Maxima in den Fraktionen 11 und 13 feststellen. 
Diese unterschiedlichen Maxima können durch unterschiedliche Lokalisation in der 
Innenmembran erklärt werden. Ein Protein, welches vornehmlich in Cristamembranen 
lokalisiert ist, findet sich ausschließlich in ‚reinen‘ Innenmembran-Vesikeln (Abbildung 28C, 
blaue Rechtecke und Sanduhren). Proteine, welche vornehmlich in der inneren 
Grenzmembran lokalisiert sind, finden sich sowohl in ‚reinen‘ Innenmembranvesikeln als 
auch in Vesikeln, bei denen Außenmembran- und Innenmembran Kontakt halten (sog. 
intermediäre Dichte, Abbildung 28A, grüne Säulen). Proteine, die eine sehr hohe relative 
Dichte in Bereichen von Kontaktstellen zwischen innerer und äußerer 
Mitochondrienmembran haben, zeigen einen hohen Grad an Assoziation mit Vesikeln 
bestehend aus Innen- und Außenmembran, ohne eine hohe Abundanz in ‚reinen‘ 
Innenmembranvesikeln aufzuweisen (Abbildung 28B, türkise Säule). Die relative Häufigkeit 
in den unterschiedlichen Vesikel lässt sich so den SILAC-Profilen von Proteinen zuordnen. 
Die schematische Darstellung ist überzeichnet und in den SILAC-Profilen sind keine Daten 
zum relativen Oberflächenanteil von Cristamembran zu innerer Grenzmembran 




implementiert. Diese beträgt im Schnitt 1,5:1, kann jedoch erheblich variieren (Vogel et al., 
2006). Dennoch können unterschiedliche SILAC-Profile präferenziellen Lokalisationen 
entsprechen und das Beispiel des MICOS-Komplexes (s. 4.2) bestätigt, dass gleiche 
Anreicherungen in Innenmembransubkompartimenten sogar zur Identifikationen von 
Komplexen und einer Funktionsvorhersage in diesen Membranabschnitten genügen können.  
  
Abbildung 28 – Schematische Darstellung der Subkompartimentierung der mitochondrialen 
Innenmembran: Zusammenhang zwischen Vesikelgenerierung und SILAC-Profil 
In grün ist ein Innenmembranprotein mit präferenzieller Anreicherung in der Grenzmembran dargestellt. In blau 
sind Cristamembran-dominante Proteine abgebildet und in türkis Proteine mit starker Anreicherung im Bereich 
von mitochondrialen Kontaktstellen (schematisch beide Membranen durchspannend). In rot ist beispielhaft ein 
mit Cristamembran-dominanten Proteinen assoziierendes Protein gezeigt, welches zum Teil durch die experi-
mentellen Bedingungen dissoziiert und so neben einer teilweise erhaltenden Membranassoziation sich auch stark 
in den löslichen Gradientenfraktionen (19 und 21) anreichert. 
A, Vesikel entstanden aus der inneren Grenzmembran bestehend aus reinen Außen- und Innenmembranvesikeln, 
sowie Kontakt-haltenden Vesikeln aus Innen- und Außenmembran (‚Intermediäre Dichte‘); B, Typische Vesi-
kelgenerierung im Bereich von Kontaktstellen der inneren und äußeren Membran vornehmlich bestehend aus 
Vesikeln sowohl von Innen- als auch Außenmembran; C, entstehende Membranvesikel in Abschnitten von Cris-
tamembranen aus ‚reinen‘ Innenmembrananteilen. Weitere Erläuterung s. Fließtext. 
 




Viele Studien konnten zeigen, dass Proteine der oxidativen Phosphorylierung präferenziell in 
Cristamembranen lokalisiert sind (Gilkerson et al., 2003; Ohlendieck et al., 1986; Perotti et 
al., 1983; Vogel et al., 2006; Wilkens et al., 2013; Wurm and Jakobs, 2006). Im Besonderen 
konnte eine homogene Verteilung der Komplexe I, III und IV über die gesamte 
Cristamembran gezeigt werden, wohingegen diese nur in geringen Konzentrationen in den 
inneren Grenzmembranen vorlagen (Wilkens et al., 2013). Der Komplex II ist das einzige 
Atmungskettenenzym, welches eine Anreicherung im Bereich von Crista junctions, also dem 
Übergangsbereich zwischen Cristamembran und innerer Grenzmembran, aufweist (Wilkens et 
al., 2013). Dies steht in Einklang mit zwei weiteren Studien, in denen ein großer Anteil der 
Enzymaktivität der Succinat-Dehydrogenase in der inneren Grenzmembran detektiert werden 
konnte (Kalina et al., 1969; Bertoni-Freddari et al., 2001). In der vorliegenden SILAC-
Analyse zeigen die Untereinheiten der Succinat-Dehydrogenase ein homogenes Gradienten-
Profil. Der Komplex scheint stabil und gemäß der oben dargelegten Interpretation zu relativ 
gleichen Anteilen in den ‚reinen‘ Innenmembranvesikeln und inneren Grenzmembran-
Vesikeln (mit Außenmembrananteilen) vorhanden zu sein. Gemäß der unterschiedlichen 
Oberfläche ist die relative Dichte der Proteine im Bereich der inneren Grenzmembran größer, 
die Dichte in ‚reinen‘ Innenmembranvesikeln und damit in Cristamembranen hingegen 
kleiner. Die Ergebnisse sind also mit den bisherigen Lokalisationsstudien des Enzyms 
vereinbar. Die Succinat-Dehydrogenase ist ein sowohl am Citratzyklus als auch der 
oxidativen Phosphorylierung beteiligtes Protein. Es wurde vorgeschlagen, dass gemäß der 
fehlenden Protonen-pumpenden Eigenschaft von Komplex II die fehlende Anreicherung in 
den Cristamembranen keinen energetischen Nachteil nach sich zieht, das Enzym als 
Bestandteil des Citratzyklus aber gleichermaßen in engem Kontakt zu den Metaboliten 
transportierenden Proteinen der inneren Grenzmembran steht (Wilkens et al., 2013). Gegen 
diese Hypothese wiederum spricht, dass andere Membran-assoziierte Enzyme des 
Citratzyklus eine relative Anreicherung in Cristamembranen aufweisen (vgl. α-Ketoglutarat-
Dehydrogenase, 3.3). Die Untereinheiten der Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase und 
Cytochrom c-Oxidase zeigen sehr unterschiedliche SILAC-Profile mit zusätzlicher 
Dissoziation von nicht fest membrangebundener Untereinheiten. Es findet sich keine 
homogene Anreicherung in reinen Innenmembranvesikeln. Es lässt sich mutmaßen, dass bei 
Zerfallen der monomeren Proteinstruktur auch keine höher-oligomere Organisation dieser 
beiden Enzyme mehr vorliegt. Genau diese höher-oligomere Struktur wurde als treibender 
Motor und Mechanismus für die Aufrechterhaltung von unterschiedlichen 
Proteinkonzentrationen in den Subkompartimenten vorgeschlagen (sog. ‚Trapping‘) (Wilkens 




et al., 2013; Vogel et al., 2006). Des Weiteren wurde gezeigt, dass 
Assemblierungsintermediate, im Gegensatz zu vollständig assemblierten Komplexen, 
vornehmlich in der inneren Grenzmembran zu finden sind (Vogel et al., 2006). Insgesamt 
lassen sich für die Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase und Cytochrom c-Oxidase keine 
Aussagen bezüglich einer Anreicherung in spezifischen Innenmembranabschnitten in vivo 
machen, da die Komplexe unter den experimentellen Bedingungen offensichtlich instabil sind 
und sowohl ihre monomere als auch höher-oligomere Organisation verloren haben. In 
Anbetracht bisher publizierter Daten könnte der Verlauf der SILAC-Profile von 
Atmungskettenkomplex III- und IV-Untereinheiten am ehesten die unterschiedlichen 
Dissoziationsgrade von Untereinheiten widerspiegeln. Vollständige Enzyme verbleiben in der 
Cristamembran, wohingegen dissoziierte Enzymkomplexe, ähnlich den 
Assemblierungsintermediaten, retrograd durch laterale Diffusion zurück in die innere 
Grenzmembran translozieren. Das Ausmaß der durch die experimentell herbeigeführte 
Dissoziation einzelner Untereinheiten ist unterschiedlich und hängt unter anderem vom Grad 
der Membranassoziation ab (vgl. Anzahl der Transmembrandomänen für das Muster IM-4, 
3.3). Damit kann das insgesamt heterogene Bild der SILAC-Profile dieser Proteine erklärt 
werden. 
 
Ähnlich eingeschränkte Aussagen sind über die Lokalisation der F1FO-ATPase möglich. Auch 
diese scheint unter den zugrundeliegenden experimentellen Bedingungen zu zerfallen. So ist 
die F1-Untereinheit vornehmlich in löslichen Fraktionen des Saccharose-Gradienten zu 
finden, wohingegen die FO-Untereinheit zunächst überraschend eine relative Anreicherung im 
Bereich von Kontaktstellen der inneren und äußeren Membran bzw. Crista junctions aufweist 
(s. 3.3). Mehrfach wurde eine bevorzugte Lokalisation der F1FO-ATPase-Dimere entlang der 
positiv gekrümmten Crista-Enden beobachtet und die Dimerisation scheint wiederum eine 
wichtige Determinante für die Crista-Architektur zu besitzen (Strauss et al., 2008; Rabl et al., 
2009; Davies et al., 2012). Im Gegensatz dazu konnten Wilkens et al. eine relativ homogene 
Verteilung der F1FO-ATPase über die gesamte Cristamembran zeigen (Wilkens et al., 2013). 
Hierbei wurde von den Autoren allerdings nicht zwischen Monomer- und Dimer-Verteilung 
unterschieden. Die Dimerisierung ist bei Zerfall der einzelnen Untereinheiten unter den 
SILAC-Experimentbedingungen offensichtlich weitgehend aufgehoben. Die F1FO-ATPase 
liegt also im Experiment vornehmlich als (teilweise dissoziiertes) Monomer vor. Für die 
weniger rigiden Monomere der F1FO-ATPase wurde eine Anreicherung in negativ 
gekrümmten Crista junctions angenommen, welche wiederum den Fcj1-ähnlichen 




Gradientenverlauf der FO-Untereinheit erklären könnte (Wilkens et al., 2013; Rabl et al., 
2009).  
 
Carrier-Proteine sind selektive Transportproteine für Metaboliten der sonst impermeablen 
Innenmembran (Monne et al., 2013; Palmieri, 1994). Viele detektierte Carrier-Proteine der 
Innenmembran zeigen einen typischen Verlauf im SILAC-Gradienten (siehe IM-4, 3.3). Das 
SILAC-Profil lässt eine starke Assoziation mit Vesikeln der inneren Grenzmembran 
vermuten. Carrier-Proteine sind anscheinend gemäß ihrer Funktion des Substrattransports 
präferenziell in den Innenmembranabschnitten lokalisiert, die in engem Kontakt zur 
Außenmembran stehen. Man könnte schlussfolgern, dass der hohe Anteil an Carrier-Proteinen 
in dieser Fraktion eine ihrer Funktion entsprechende Verteilung in unterschiedlichen 
Innenmembranabschnitten widerspiegelt. ATP wird über den ADP/ATP-Carrier (Aac) sowie 
dem Außenmembran Porin (VDAC1) in die Matrix exportiert. Viele Studien konnten zeigen, 
dass die beiden Proteine in Säugern über Oktamere der mitochondrialen Kreatinkinase in 
engem Kontakt zueinander stehen (Rojo et al., 1991a; Rojo et al., 1991b; Schlegel et al., 
1990). Über diesen Kontakt müsste der ADP/ATP-Carrier und vermutlich auch andere 
Metaboliten-Carrier präferenziell in der inneren Grenzmembran lokalisiert sein. Dass das 
mitochondriale Porin speziell in Vesikeln mit sowohl Innen- als auch Außenmembrananteilen 
lokalisiert ist, wurde in der vorliegenden Analyse nicht bestätigt (3.5 vgl. VDAC1 vs. 
beispielsweise Tob55/Fzo1). Zum anderen konnte in anderen Studien gezeigt werden, dass 
der ADP/ATP-Carrier als wichtige Struktur von Atmungsketten-Superkomplexen fungiert 
und diese wiederum primär in den Cristamembranen lokalisiert sind (Dienhart and Stuart, 
2008). Die genaue Sublokalisation von Carrier-Proteinen, und im Besonderen der ADP/ATP-
Translokasen, bedarf weiterer Studien. Jedoch ist den vorliegenden Experimenten nach zu 
urteilen eine Anreicherung in der inneren Grenzmembran wahrscheinlich. 
 
Mitochondriale DNA flottiert nicht frei in der mitochondrialen Matrix, sondern ist in DNA-
Protein-Komplexen (sog. Nukleoide) organisiert (Gilkerson et al., 2013). Mitochondriale 
Nukleoide sind zum großen Teil an die Innenmembran gebunden (Hall et al., 1975; Albring et 
al., 1977; Echeverria et al., 1991), bestehen u.a. aus den teilweise direkt DNA-bindenden 
Proteinen Abf2, Mgm101, Rim1, Ilv5, Ald4, Kgd2, Hsp60, Lpd1, Aco1(Kaufman et al., 
2000), Yme2 (Park et al., 2006) und sind mit den Prohibitinen assoziiert (He et al., 2012). 
Viele dieser Proteine besitzen charakteristische SILAC-Profile, welche eine dominante 
Lokalisation in Cristamembranen vermuten lassen. Umgekehrt legen ähnliche SILAC-Profile 




von bisher nicht näher charakterisierten Proteinen nahe, dass diese in örtlicher Nähe zu 
Nucleoiden lokalisiert sind. Auffällig ist, dass die meisten dieser Proteine Membran-
Chaperone der Innenmembran darstellen und so die enge Assoziation mit Nukleoiden bzw. 
Ribosomen in einen funktionalen Zusammenhang stellen (s. 3.3). Weiterhin ist für das diesem 
Muster zugeordnete Protein Oms1 eine Nukleoid-assoziierte Lokalisation wahrscheinlich, da 
dieses Protein eine RNA-Methyltransferase darstellt (Szczepinska et al., 2014). Auch für das 
bisher als mitochondriales Protein charakterisierte Yor020w (Reinders et al., 2006) legt die 
SILAC-Analyse eine Nukleoid-Assoziation nahe. Zukünftige Studien sollten herausstellen, 
inwieweit auch dieses Protein eine Funktion im Bereich der Nukleoid-Bildung einnimmt.  
Über welche Komponenten genau die Innenmembranassoziation der Nukleoide hergestellt 
wird, ist bislang nicht gänzlich geklärt. Allerdings konnte kürzlich für menschliche 
Mitochondrien nachgewiesen werden, dass das Membranlipid Cholesterol eine wichtige 
Funktion in der Verbindung einnimmt und Nukleoide an sog. Cholesterol-reichen Lipidflößen 
an die innere Mitochondrienmembran binden (Gerhold et al., 2015).  
Neben Nukleoid-Proteinen wurde berichtet, dass mitochondriale Ribosomen im Kontakt zu 
mitochondrialer DNA lokalisiert sind (Bohne, 2014). Ribosomale Proteine sind darüber 
hinaus stark Membran-assoziiert (Pfeffer et al., 2015). Die mitochondrialen Ribosomen 
zeigen ein Nukleoid-typisches SILAC-Profil. Allerdings unterscheidet sich der Grad der 
Membranassoziation zwischen der kleinen und großen ribosomalen Untereinheit. So legen die 
SILAC-Profile der ribosomalen Untereinheiten nahe, dass die große ribosomale Untereinheit 
deutlich stärker Innenmembran-assoziiert ist, als dies für die kleine ribosomale Untereinheit 
der Fall ist. Der Membrankontakt von Ribosomen wird zum einen über die 21S rRNA 96-ES1 
und das am Ribosom-Ausgangstunnel lokalisierte Protein Mba1 hergestellt. Beide binden an 
die große Untereinheit der mitochondrialen Ribosomen (Pfeffer et al., 2015; Ott et al., 2006) 
und können so die stärkere Membranassoziation der großen Untereinheit erklären.  
Insgesamt legen die Beobachtungen nahe, dass mitochondrial translatierte Proteine gehäuft, 
aber nicht ausschließlich im Bereich von Cristamembranen in die Innenmembran inseriert 
werden und die mitochondriale DNA gehäuft in enger Assoziation zu Cristamembran und 
weniger im Bereich der inneren Grenzmembran vorliegt. Diese Erkenntnisse sind in Einklang 
mit den Ergebnissen von Vogel et al, welche ebenso eine relative Anreicherung von 
Ribosomen in Cristamembranen nachwiesen (Vogel et al., 2006; Watson, 1972). Die starke 
Dissoziation einzelner ribosomaler Untereinheiten könnte auch durch die Zugabe von EDTA 
während des Experimentes verstärkt werden, da Ribosomen in Anwesenheit von EDTA 




zerfallen (Nolan and Arnstein, 1969; Rostom et al., 2000). Evidenz für eine Lokalisation von 
Nukleoiden an Kontaktstellen zwischen Mitochondrien und ER (Mishra and Chan, 2014) 
konnte im vorliegenden SILAC-Datensatz nicht gefunden werden. Allerdings ist diese 
Lokalisation vornehmlich während der stattfindenden Mitochondrienteilung gezeigt worden 
(Murley et al., 2013) 
Das an der Mitochondrienfusion beteiligte Protein Mgm1 zeigte in der SILAC-Analyse ein 
besonderes SILAC-Profil. Gemäß der dargelegten Detektion von Isoformen konnte eine 
vornehmliche Lokalisation im Intermembranraum mit einer Assoziation zur Außenmembran 
gezeigt werden (3.3). Diese Ergebnisse decken sich mit den Ergebnissen von Vogel et al, 
welche ebenso eine starke Anreicherung des Mgm1 im Kompartiment innere 
Grenzmembran/Außenmembran nachweisen konnten (Vogel et al., 2006). Mgm1 interagiert 
mit den Außenmembranproteinen Fzo1 und Ugo1 und bildet so transiente Kontaktstellen der 
äußeren und inneren Mitochondrienmembran (Sesaki et al., 2003; Wong et al., 2003; Fritz et 
al., 2001). Dies bringt die vornehmliche Lokalisation im Bereich des Intermembranraums in 
einen funktionellen Zusammenhang und deckt sich mit der partiellen Anreicherung der 
Proteine Fzo1 und Ugo1 im Bereich der intermediären Dichte. 
Neben den beobachteten, präferenziellen Sublokalisationen von Proteinen in der 
mitochondrialen Innenmembran gab es verschiedene Studien, welche zudem die Dynamik 
dieser Lokalisationen näher beleuchtet haben. So ist der Grad der Membranassoziation von 
ribosomalen Proteinen nicht statisch. Im Falle eines Translationsarrests ist für eine 
Subpopulation von Ribosomen eine Dissoziation von der Innenmembran beschrieben worden 
(Vogel et al., 2006). Eine ablaufende Translation scheint also für den über Mba1-hergestellten 
Membrankontakt wichtig. Dies steht in Einklang zu den Ergebnissen von Pfeffer et al, welche 
vermuteten lassen, dass Mba1 vornehmlich in Kontakt mit den gerade translatierten und jetzt 
in die Membran inserierten Proteinen steht (Pfeffer et al., 2015). Ebenso konnten Stoldt und 
Kollegen zeigen, dass die Verteilung der Protein-Insertase der Innenmembran (Chaperon) 
Oxa1 abhängig vom metabolischem Zustand ist (Stoldt et al., 2012). Werden unter 
respiratorischen Bedingungen vermehrt mitochondriale Proteine translatiert, so ist Oxa1 
präferenziell in den Cristamembranen lokalisiert. Bei Wachstum in fermentierbarem Medium 
hingegen ist das Protein primär in der inneren Grenzmembran zu finden und prozessiert dort 
die vom Cytosol importierten Proteine. Die Hefezellen des vorliegenden SILAC-
Experimentes wurden auf einem Lactat-Medium angezüchtet. Somit ist die präferenzielle 




Lokalisation der an der Translation beteiligten Proteine in den Cristamembranen gut mit 
diesen Ergebnissen vereinbar.  
Insgesamt deutet vieles darauf hin, dass die Subkompartimentierung der inneren 
Mitochondrienmembran ein sehr dynamisches Geschehen ist. Unterschiedliche 
Proteinkonzentrationen können vermutlich durch Ausbildung von oligomeren Komplexen und 
Diffusionsbarrieren (s. Crista junctions und MICOS-Komplex) aufrechterhalten werden. 
Gemäß ihrer Funktion und metabolischen Zustände können Proteine aber ebenso zwischen 
den Kompartimenten wechseln.  
Die SILAC-Analyse legt nahe, dass Carrier-Proteine eine bevorzugte Lokalisation in der 
inneren Grenzmembran besitzen und die Nukleoide und Ribosomen in engem Kontakt zur 
Cristamembran organisiert sind. Allerdings lassen sich auf Grund der experimentell-
bedingten, artifiziellen Dissoziation von Proteinkomplexen teilweise nur bedingte Aussagen 
über die genaue Sublokalisation in vivo treffen. Dies gilt insbesondere für die Proteine der 
oxidativen Phosphorylierung. 
Jüngste Fortschritte im Bereich der csCLE (Cryogenic Super-resulotion Correlative Light and 
Electron)-Mikroskopie (Liu et al., 2015) und der STAMP (Spefically Targeted Membrane 
nanoParticle)-Technik (Gold et al., 2014) können helfen, die fortbestehenden Fragen nach 
einer Subkompartimentierung der inneren Mitochondrienmembran weiter zu beantworten. 
 
4.2 Der MICOS-Komplex und weitere Proteine mit ähnlichen SILAC-Profilen 
 
Das primäre Ziel der mitochondrialen Subfraktionierung und anschließenden SILAC-
Analyse bestand in der Identifikation von Proteinen mit spezifischer Anreicherung im Bereich 
von Kontaktstellen der inneren und äußeren Mitochondrienmembran (1.3). Insgesamt konnten 
zehn bisher weitgehend uncharakterisierte Proteine mit einem Fcj1-ähnlichem 
Gradientenmuster identifiziert werden. Für einen Teil dieser Proteine konnten wir zeigen, dass 
sie, zusammen mit Fcj1, Bestandteil eines höher-molekularen Proteinkomplexes sind, dessen 
Verlust zu einer Veränderung der mitochondrialen Membranarchitektur führt und die 
respiratorische Kapazität der Zelle einschränkt (Harner et al., 2011). Als Bestandteile des 
Komplexes konnten wir die Proteine Fcj1 (Mic60), Ycl057c (Mic10), Ygr235C (Mic29), 
YNl100w (Mic27), Yfr011c (Mic19) und Ybr262c (Mic12) identifizieren. Alle Proteine sind, 
mit Ausnahme von Mic19, integrale Proteine der Innenmembran (Harner et al., 2011). Die 




Interaktion zur Außenmembran wird über die Proteine des TOB-Komplexes (Translokase für 
β-Barrel-Proteine der Außenmembran) und die an der Mitochondrienfusion beteiligten 
Proteine Ugo1 und Fzo1 hergestellt (Harner et al., 2011). Interessanterweise konnte für diese 
Außenmembranproteine auch eine partielle Anreicherung in der intermediären Dichte von 
Kontakt-haltenden Vesikeln der Innen- und Außenmembran nachgewiesen werden (s. 3.5). 
Dass die Proteine Fzo1 und Ugo1 mit der Innenmembran interagieren, konnte schon früher 
gezeigt werden. Jedoch blieb der Interaktionspartner weitgehend unklar (Fritz et al., 2001). 
Besonders bei Fehlen der Untereinheiten Mic10 und Mic60 zerfällt der MICOS-Komplex und 
das Fehlen des Komplexes führt zu fast vollständigem Verlust von Crista junctions (Harner et 
al., 2011). Diese Ergebnisse wurden auch in höheren Organismen in zwei weiteren Studien 
bestätigt. Fortan ist die einheitliche Bezeichnung des MICOS (mitochondrial contact site and 
cristae organizing system)-Komplexes etabliert (Pfanner et al., 2014). 
Die Identifikation eines Proteinkomplexes durch gleiche SILAC-Profile zeigt, dass bei einer 
ähnlichen Anreicherung in unterschiedlich dichten Membranvesikeln eine physikalische 
Interaktion der Proteine naheliegt. Die proteomische Analyse eignet sich insbesondere zur 
Identifikation von Proteinkomplexen, die eine spezifische Vesikelanreicherung zeigen. Dies 
ist insbesondere für Proteine der intermediären Dichte sowie für weitere Mittelung von 
SILAC-Profilen aus beispielsweise Außenmembran und ER-Membran (s. unten) der Fall. 
Umgekehrt genügen aber gleiche SILAC-Profile wiederum nicht, um eine Komplex-
Assoziation zu beweisen. Dies gilt umso mehr, je häufiger das jeweilige SILAC-Profil zu 
beobachten ist.  
Untersuchungen der vergangenen Jahre deuten darauf hin, dass der MICOS-Komplex in 
unterschiedlichen Zusammensetzungen mit einem unterschiedlichen Anteil der jeweiligen 
Untereinheiten vorliegt (Bohnert et al., 2015). So konnten Subkomplexe mit variierenden 
Größen von einigen hundert kDa bis mehreren MDa ausgemacht werden (Rabl et al., 2009; 
Guarani et al., 2015; Huynen et al., 2016; Harner et al., 2011). Nach gegenwärtiger 
Vorstellung liegt der MICOS-Komplex in zwei unterschiedlichen Isoformen vor. Zum einem 
als Mic60-Subkomplex, welcher die Untereinheiten Mic60, Mic25 und Mic19 enthält und 
zum anderen ein Mic10-Subkomplex, welcher aus den Untereinheiten Mic10, Mic12, Mic26 
und Mic27 besteht (van der Laan et al., 2016). Der Mic60-Komplex wird dabei als 
Hauptkomplex für die Interaktion von Innen- und Außenmembran angesehen, in dem Mic60 
an Untereinheiten des TOB-Komplexes, Ugo1 oder Fzo1 bindet (Harner et al., 2011; Xie et 
al., 2007; von der Malsburg et al., 2011; Hoppins et al., 2011). Der Kontakt wird über die C-




Terminale Coiled-Coiled-Domäne des Proteins hergestellt (Korner et al., 2012). Bei 
fehlendem Mic60 werden die Interaktionspartner Mic19 und Mic25 nicht stabil exprimiert 
(Harner et al., 2011; van der Laan et al., 2016).  
Der Mic10-Komplex hingegen scheint eine besondere Rolle in der Membrankrümmung im 
Bereich von Crista junctions einzunehmen. Das Protein Mic10 formt mit Hilfe der beiden 
Glycin-reichen Transmembrandomänen Oligomere, welche die haarnadelähnliche Topologie 
von Crista junctions verursachen (Bohnert et al., 2015; Milenkovic and Larsson, 2015; Barbot 
et al., 2015). Sowohl der Verlust von Mic10 als auch Mic60 führt zu einem nahezu 
vollständigen Verlust der Crista junctions. Dies lässt darauf schließen, dass beide Komplexe 
für die Crista-Bildung essenziell sind (Harner et al., 2011).Wichtig für eine organisierte 
Membranarchitektur und die Interaktion von Crista junctions mit Kontaktstellen der inneren 
und äußeren Membran scheint also auch eine Interaktion beider MICOS-Subkomplexe 
miteinander zu sein. Hier geht man davon aus, dass insbesondere das Protein Mic19 eine 
besondere Rolle einnimmt (Friedman et al., 2015). Mic19 scheint in Abhängigkeit vom 
Oxidationsstatus der proteineigenen Disulfidbrücke die Interaktion zwischen den beiden 
Subkomplexen zu fördern oder zu hemmen (Sakowska et al., 2015).  
Als Organisationzentrum der Innenmembran und wichtige Determinante der Crista-
Architektur ist der MICOS-Komplex in unterschiedliche Prozesse involviert (van der Laan et 
al., 2016). Für einen Überblick über die Interaktionen und Funktionen des MICOS-
Komplexes und eine Darstellung der dadurch organisierten Innenmembranarchitektur siehe 
Abbildung 29. Die Respirationsrate in MICOS-Mutanten ist deutlich reduziert (Yang et al., 
2015; Harner et al., 2014; Harner et al., 2011) und Untereinheiten des MICOS-Komplexe 
interagieren direkt mit Untereinheiten von Atmungskettenenzymen (Friedman et al., 2015; 
Chojnacka et al., 2015). Diese Ergebnisse stehen in Einklang mit Beobachtungen, dass eine 
regelrechte Crista-Architektur für eine funktionsfähige oxidative Phosphorylierung vonnöten 
ist (Cogliati et al., 2013). Das Fehlen des MICOS-Komplexes führt zu einer aufgehobenen 
Organisation der Atmungskettenenzyme in der Innenmembran (Friedman et al., 2015). Dies 
ist wiederum mit den Überlegungen zum Vorhandensein einer Diffusionsbarriere bzw. eines 
Protein-Sortierungskomplexes vereinbar (Vogel et al., 2006). Der MICOS-Komplex scheint 
in der Tat für Adaptionsvorgänge der oxidativen Phosphorylierung während unterschiedlicher 
metabolischer Zustände relevant. So wurde eine durch Sauerstoff-Depletierung induzierte 
Herunterregulation von Mic60 mit einer Umformung von Crista hin zu plumpen weiten 
Cristaräumen beschrieben (Plecita-Hlavata et al., 2016). Dies führt unter anderem zu einer 




Verschiebung des Verhältnisses von ATPase Dimeren und Monomeren und beeinflusst so 
Rate und Effektivität der oxidativen Phosphorylierung (Plecita-Hlavata et al., 2016). 
Insgesamt deutet vieles darauf hin, dass der MICOS-Komplex die Aktivität der oxidativen 
Phosphorylierung sowohl durch indirekte Effekte über die Architektur der Cristamembranen, 





















Darüber hinaus scheint der MICOS-Komplex eine wichtige Rolle im mitochondrialen 
Lipidmetabolismus zu besitzen. Der MICOS-Komplex teilt Bindungspartner mit dem TOB- 
und ERMES-Komplexen, welchen ebenfalls eine wichtige Funktion im Lipidmetabolismus 
Abbildung 29 - Interaktionen des MICOS-Komplexes und mitochondriale Innenmembranor-
ganisation 
Überblick über Interaktionen des MICOS-Komplexes und die Subkompartimentierung der Innenmembran. An 
den Cristarändern sind in hoher Konzentration F1FO-ATPasen-Dimere lokalisiert. Die Atmungskettensuperkom-
plexe sind vornehmlich in Cristamembranen zu finden. Das mitochondriale Porin und Carrier-Proteine sind ge-
mäß ihrer Funktion in der inneren Grenzmembran lokalisiert. Ribosomen und Nukleoide sind unter respiratori-
schen Bedingungen in Cristamembran lokalisiert, zeigen aber teilweise eine Assoziation zum MICOS-Komplex. 
Der MICOS-Komplex bildet die Crista junctions und interagiert mit unterschiedlichen Außenmembrankomple-
xen.  
 




zugeschrieben wurde (s. 4.3). Beide Membrankomplexe weisen einen hohen Grad an 
genetischer Interaktion auf (Hoppins et al., 2011), Zerbes et al. gingen so von einem großen 
Membrankontaktstellen-organisierenden Komplex aus, welcher die drei Membranen, innere 
und äußere Mitochondrienmembran sowie ER-Membran, physikalisch und funktionell 
miteinander verbindet (sog. ERMIONE, engl. ER-mitochondria organizing network) (Zerbes 
et al., 2012). Weitere Hinweise auf einen engen Zusammenhang zum Lipidstoffwechsel 
lieferten die Analysen des Proteins Mic10 und eines MICOS-Komplex assoziierten Proteins 
Aim24. Harner et al. konnten nachweisen, dass das MICOS-assoziierte Aim24 an der 
Cardiolipin-Homöostase in Mitochondrien beteiligt ist (Harner et al., 2014). Darüber hinaus 
scheint Mic10 direkt an das Lipid Cardiolipin zu binden (Friedman et al., 2015). Die 
Außenmembran-Interaktionspartner des MICOS-Komplexes Fzo1 und Ugo1 wurden bereits 
als wichtige Strukturkomponenten von dynamischen Fusionen der Innen- und Außenmembran 
charakterisiert (Fritz et al., 2001). Diesen Kontaktstellen wiederum wurde eine essenzielle 
Rolle im Lipidaustausch und -transfer in Mitochondrien zugeschrieben (Simbeni et al., 1991; 
Fritz et al., 2001). 
In Säugetieren interagiert das Mgm1-Homolog Opa1 mit Untereinheiten des MICOS-
Komplexes und nimmt so eine zentrale Rolle im Bereich der Membranverschmelzung 
während der Mitochondrienfusion ein (Darshi et al., 2011). Diese Hypothese wird auch durch 
eine Interaktion des MICOS-Komplexes mit den Fusionsproteinen Fzo1 und Ugo1 bestätigt 
(Harner et al., 2011). Darüber hinaus führt eine gestörte MICOS-Assemblierung durch eine 
Störung der Fusions/Teilungs-Mechanismen zu sogenannten Riesenmitochondrien (Li et al., 
2016). Eine Überexpression von Mic60 hingegen führt zu einer Unterdrückung von 
Teilungsprozessen und dementsprechend zu langen verzweigten Mitochondriennetzwerken 
(Van Laar et al., 2016). 
Vielen der in Hefe charakterisierten MICOS-Untereinheiten konnten zuvor eine Funktion in 
der Vererbung von mtDNA zugeschrieben werden (Mic27=Aim37, Mic19=Aim13, 
Mic5=Mic12, Mic60=Aim28) (Hess et al., 2009). Wang et al. lieferten erste Evidenz dafür, 
dass diese Funktion des MICOS-Komplexes nicht nur indirekt über seine Interaktion mit 
Fusions- und Teilungsproteinen zustande kommt, sondern dass eine Subpopulation von 
Mic60-Proteinen in enger Nachbarschaft zu Nukleoiden lokalisiert zu sein scheint (Wang and 
Bogenhagen, 2006). Die Anordnung der mtDNA in MICOS-losen Mitochondrien ist 
desorganisiert und viele Nukleoid-assoziierte Proteine sind in ihrer Abundanz deutlich 




reduziert. Besonders das Protein Yme1 scheint für die Regulation MICOS-Nukleoid-
Interaktion von Bedeutung (Li et al., 2016).  
Der Mic60-Subkomplex scheint darüber hinaus eine wichtige Funktion im Proteinimport 
einzunehmen. Mehrere Studien wiesen nach, dass Mic60 sowohl den TOB- als auch TOM-
Komplex bindet (Ott et al., 2012; Xie et al., 2007; Harner et al., 2011; Korner et al., 2012). 
Mic60 ist für die Insertion von Proteinen der Außenmembran wichtig und scheint durch seine 
Interaktion mit Mia40 auch für die Assemblierung einiger Intermembranraum-Proteine von 
Bedeutung zu sein (von der Malsburg et al., 2011).  
Gemäß seiner mannigfaltigen Funktionen in Mitochondrien wurden Alterationen im MICOS-
Komplex mit einer Reihe von Erkrankungen assoziiert (Zerbes et al., 2012; van der Laan et 
al., 2016).  
Beispielsweise wurden Veränderungen im Expressionsmuster oder der Aminosäuresequenz 
des Proteins Mic60 (Mitofilin) mit verschiedenen Erkrankungen in Verbindung gebracht. In 
Parkinson-Modellen wurde eine vermehrte Oxidation und verminderte Mitofilin-Expressionen 
nachgewiesen (Van Laar et al., 2008). Darüber hinaus beschrieben Van Laar et al., dass 
sowohl eine Über- als auch Unterexpression von Mic60 zu einer herabgesetzten Resistenz von 
Neuronen gegenüber Parkinson-spezifischen Stressor-Molekülen führt (Van Laar et al., 
2016). Veränderte Aminosäuresequenzen und sekundär veränderte Mitofilin-Moleküle 
wurden auch in zwei Tiermodellen für Epilepsie nachgewiesen (Omori et al., 2002) 
(Furukawa et al., 2011).  
In einem Mausmodell für die Simulation eines Typ I-Diabetes wurden zudem starke 
proteomische Veränderungen in intersarkolemmalen Mitochondrien berichtet. Hierbei wurde 
Mic60 als eines der am stärksten herunterregulierten Proteine identifiziert. Dies wurde mit 
Veränderungen der mitochondrialen Architektur in Verbindung gebracht, die bei dieser 
Pathologie vorkommen (Baseler et al., 2011). Erst kürzlich konnte der Nachweis erbracht 
werden, dass eine artifiziell herbeigeführte Überexpression des eigentlich deutlich reduziert 
exprimierten Mic60 in diabetischen Herzmuskelzellen die regelrechte 
Mitochondrienarchitektur wiederherstellt und so das Ausmaß der mitochondrialen 
Dysfunktion und Herzschwäche deutlich attenuiert (Thapa et al., 2015). 
Das weitere Verständnis der Funktionen und Struktur des MICOS-Komplexes kann helfen, 
die Rolle dieses Proteinkomplexes in den erwähnten Krankheitsbildern weiter zu verstehen. 
Insbesondere bleibt zu klären, inwieweit die pathologischen Befunde sekundäre Merkmale 




einer Mitochondriendysfunktion darstellen oder ob diese Proteine Teil der primären 
Pathogenese der jeweiligen Erkrankung sind. Neben einer weiteren Analyse des MICOS-
Komplexes kann die vorliegende Analyse helfen, weitere Interaktionspartner bzw. weitere 
Membrankontaktstellen-Komplexe zu identifizieren. 
So wurden neben den MICOS-Komplex-Untereinheiten fünf weitere, bisher nicht 
charakterisierte Proteine gefunden, die ein Fcj1-ähnliches SILAC-Profil aufwiesen. Drei 
(Ylr253w, Ypl109c, Aim46) der fünf Proteine wurden in großen proteomischen Studien 
bereits als mitochondriale Proteine identifiziert (Reinders et al., 2006; Sickmann et al., 2003).  
Dem Protein Aim46 wurde, wie vielen Untereinheiten des MICOS-Komplexes, eine Funktion 
in der Vererbung von mtDNA zugeschrieben (Hess et al., 2009). Die Aminosäuresequenz und 
der SILAC-Verlauf legen nahe, dass Aim46 ein integrales Protein der Innenmembran ist. Es 
teilt funktionelle Eigenschaften mit MICOS-Komplex-Untereinheiten und seine mögliche 
physikalische Assoziation mit dem MICOS-Komplex bedarf weiterer Analysen. 
Das Protein Ypl109c ist ein UbiB-Familien-Protein, welches sich durch eine Kinase-Domäne 
auszeichnet (Stefely et al., 2015). Darüber hinaus besitzt das Protein eine ATP/ADP-
Bindungs-Kassette. Verwandte Proteine wurden in einen Zusammenhang mit der Synthese 
des Coenzym Q gebracht, welches für die Isopren-Biosynthese erforderlich ist. Die Funktion 
des Proteins bleibt unklar, jedoch wären beispielsweise MICOS-modulierende Funktionen 
durch unterschiedliche Protein-Phosphorylierungen möglich. 
Ylr253w wurde vor kurzem als Protein charakterisiert, welches eine wichtige Funktion im 
Bereich der mitochondrialen Lipid-Homöostase besitzt und genetisch mit Komponenten des 
ERMES-Komplexes interagiert (Tan et al., 2013). Es konnte gezeigt werden, dass dieses 
Protein insbesondere die durch ein Fehlen von Mdm10 hervorgerufenen Lipidveränderungen 
in Mitochondrien ausgleichen kann (Tan et al., 2013). Insgesamt legt die beschriebene 
Interaktion und die beobachtbare Anreicherung in der intermediären Dichte nahe, dass das 
Protein eine essenzielle Rolle im Lipidtransfers zwischen ER, mitochondrialer 
Außenmembran und mitochondrialer Innenmembran einnimmt. Es könnte damit wichtiger 
Bestandteil des von Zerbes et al. vorgeschlagenem ERMIONE (s.o.) sein. Zukünftige Studien 
werden zeigen, ob Ylr235w direkt mit MICOS- oder ERMES-Untereinheiten interagiert oder 
ob es Bestandteil eines weiteren mitochondrialen Kontaktstellenkomplexes ist. 
Ydr089w ist Protein mit einer sogenannten SPX-Domäne. SPX-Domänen sind bei Proteinen 
anzutreffen, welche in die Regulation der zelluläre Phosphathomöostase eingebunden sind 




(Secco et al., 2012). Ergebnisse von Tkach et al. legen nahe, dass das Protein primär in der 
Vakuole lokalisiert ist und nach Induktion von DNA-Schäden in das Cytosol transloziert 
(Tkach et al., 2012). Dies spricht zusammen mit zwei C-Terminal lokalisierten 
Transmembrandomänen für eine Prozessierung des Proteins in Isoformen. Eine 
mitochondriale Lokalisation konnte bisher nicht nachgewiesen werden. Dennoch ist das 
SILAC-Profil des Proteins hoch spezifisch für eine mitochondriale Lokalisation in der 
Innenmembran, insbesondere für eine Anreicherung in mitochondrialen Kontaktstellen.  
YPR010C-A ist ein sehr kleines Protein (72 Aminosäuren) mit bisher unbekannter Funktion. 
Der Aminosäuresequenz nach zu urteilen, besitzt das Protein eine Transmembrandomäne. 
Bisher wurde es in großen Studien als dem cytosolischem Proteom zugehörig beschrieben 
(Yofe et al., 2016). Die Transmembrandomäne wie auch der SILAC-Verlauf legen jedoch 
eine integrale Verankerung in einer mitochondrialen Membran nahe.  
  




4.3 Kontaktstellen von Mitochondrien- und ER-Membranen 
 
Schon lange ist bekannt, dass Zellorganellen miteinander in Kontakt treten und 
Membrankontaktstellen ausbilden (Renken et al., 2002; Mannella et al., 1998; Robertson, 
1960). Diese Kontaktstellen sind Zonen, in denen kleine Moleküle und Lipide zwischen den 
Organellen ausgetauscht werden können (Helle et al., 2013; Toulmay and Prinz, 2011; Prinz, 
2014). In Hefe konnte der ERMES-Proteinkomplex als ein molekulares Korrelat dieser 
Kontaktstellen identifiziert werden (1.1.5). Eine schematische Darstellung des Komplexes ist 














Insbesondere das Protein Mmm1 wies im SILAC-Gradienten eine Mittelung aus einem 
typischen SILAC-Profil eines Proteins der mitochondrialen Außenmembran und eines ER-
Proteins auf (3.7). Bei der Identifikation weiterer Proteine mit einem ähnlichen SILAC-Profil 
ist auffällig, dass vielen dieser Proteine eine wichtige Rolle im Lipid-Metabolismus 
zugeschrieben werden konnte. Dass die Kontaktstellen zwischen Mitochondrien und ER als 
wichtige Regulation des Transfers von Lipiden dienen, wurde mehrfach gezeigt. Da 
Mitochondrien nicht direkt in das zelluläre, vesikuläre Transportsystem eingebunden sind, 
Abbildung 30 – Schematische Darstellung des ERMES-Komplexes 
Der Komplex besteht aus den mitochondrialen Proteinen Mdm10 und Mdm34 sowie aus dem ER-Protein 
Mmm1 und dem cytosolischem Protein Mdm12. Gem1 ist eine die Komplex-Stabilität modulierende GTPase. 
Oben, ER; unten, Mitochondrium   
 




müssen sie ihre Lipide über direkte Membraninteraktionen vom ER, dem 
Hauptproduktionsort von Phospholipiden, erhalten (Daum and Vance, 1997; Osman et al., 
2011).  
Das dem Mmm1-Verlauf ähnliche Pgc1 besitzt eine wichtige regulatorische Funktion im 
Cardiolipin-Metabolismus, in dem es in Mitochondrien Phosphatidylglycerol zur 
Diacylglycerin und Glycerol-3-Phosphat spaltet (Simockova et al., 2008). Erst kürzlich 
konnten Pokorna et al. zeigen, dass die Akkumulation von Phosphatidylglycerol in der 
inneren Mitochondrienmembran durch fehlendes Pgc1 zu Fehlbildungen der Crista-
Architektur führt und die Aktivität der Cytochrom c-Oxidase verändert (Pokorna et al., 2016). 
Dass das Protein an der Membrankontaktstelle zwischen Mitochondrien und ER lokalisiert zu 
sein scheint, ist bei seiner essenziellen Rolle in der mitochondrialen Lipid-Homöostase gut 
nachzuvollziehen.  
Lam6 konnte ebenso als ein Protein mit Mmm1-ähnlichem SILAC-Profil charakterisiert 
werden und besitzt eine Schlüsselrolle in der Regulation interorganellärer Kontaktstellen 
(Elbaz-Alon et al., 2015; Gatta et al., 2015). Es konnte als Bindungspartner des ERMES-
Komplexes identifiziert werden, ist aber nicht essenzieller Teil des Komplexes, sondern hat 
vornehmlich regulatorische Funktionen (Elbaz-Alon et al., 2015). Eine erhöhte Abundanz 
geht sowohl mit vermehrten ER-Membrankontaktstellen als auch einer erhöhten 
Konzentration von Kontaktstellen von Vakuolen mit Mitochondrien einher. Dies lässt 
wiederum mutmaßen, dass Lam6 der limitierende Faktor für das Maß der Ausbildung der 
Kontaktstellen ist (Elbaz-Alon et al., 2015). Eine Formation von Lam6 in ERMES-
Komplexen könnte so gleichzeitig mit einer geringeren Abundanz in Kontaktstellen von 
Vakuolen mit Mitochondrien assoziiert sein. Dass im vorliegenden SILAC-Datensatz Lam6 
ein ‚ERMES-dominantes‘ Profil aufweist und keine Assoziation mit vakuolären Membranen 
zeigt, könnte an den Wachstumsbedingungen des Experimentes liegen. Kontaktstellen 
zwischen Vakuolen und Mitochondrien lassen sich nur selten unter respiratorischem 
Wachstum beobachten (Honscher et al., 2014). Die Zellen wurden im vorliegenden 
Experiment in einem Lactat-Medium angezüchtet, welches die ER-Mitochondrien-
Kontaktstellen im Vergleich zu Vakuolen-Mitochondrien-Kontaktstellen deutlich begünstigt 
und so das ERMES-dominante SILAC-Profil von Lam6 erklären kann.  
Hefemitochondrien können Sterole nicht selber synthetisieren. Dementsprechend sind sie auf 
den Import und eine intramitochondriale Translokation in die Innenmembran angewiesen 
(Tuller and Daum, 1995). Interessanterweise ist die mitochondriale Ergosterol-Homöostase 




bei unvollständiger Assemblierung des ERMES-Komplexes gestört (Tan et al., 2013). 
Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass ein Sterol-Transporter mit dem ERMES-
Komplex interagiert (Murley et al., 2015). Die Identifikation von Sterol-Synthasen als 
Proteine mit Mmm1-ähnlichem SILAC-Profil untermauert die Bedeutung des ERMES-
Komplexes im Steroltransfer. Anscheinend sind in mit den Mitochondrien assoziierte ER-
Membranen nicht nur die strukturgebenden Proteine für die Kontaktstellenkomplexe und die 
für den Lipidtransfer nötigen Proteine, sondern auch die Proteine für die Lipid-Modifikation 
und -Synthese lokalisiert. 
Auch die NADH:Cytochrome b5-Reduktase Cbr1 (Csukai et al., 1994) scheint, wenn auch 
nicht direkt ersichtlich, mit dem Lipidmetabolismus verknüpft. So konnte in Pflanzen gezeigt 
werden, dass die Aktivität von Cbr1 für die Desaturierung von Fettsäuren relevant ist (Wayne 
et al., 2013). Das Protein ist in Pflanzenzellen als Protein des endoplasmatischen Retikulums 
charakterisiert, wurde in Hefezellen aber auch in Mitochondrien gefunden (Sickmann et al., 
2003). Veränderte Lipid-Sättigungen scheinen wiederum die Funktion von Mitochondrien 
direkt zu beeinträchtigen (Peck and Schulze, 2016). 
Auch das Protein Scs2 konnte in einen Zusammenhang mit dem Phospholipid-Metabolismus 
der Zelle gebracht werden (Loewen et al., 2004). Das Protein enthält eine 
Phosphatidylinositol bindende Domäne (Loewen et al., 2003) und scheint für die 
Polarisierung des ERs und dessen Membranarchitektur wichtig. Darüber hinaus wurde es als 
ein Protein beschrieben, welches in unterschiedlichen interorganellären Kontaktstellen zu 
finden ist (Weber-Boyvat et al., 2015). Die vorliegende Analyse lässt vermuten, dass das 
Protein auch in hohen Konzentrationen an Kontaktstellen zwischen Mitochondrien und ER-
Membranen lokalisiert ist. 
Die vorliegende proteomische Analyse deckt sich mit Charakterisierungen von Proteinen mit 
Beteiligungen am Lipidmetabolismus und steht im Einklang mit postulierten Funktionen der 
Organellen-übergreifenden Kontaktstellen. Insgesamt ist die Sensitivität der SILAC-Analyse 
bezüglich der Interaktion von Mitochondrium und ER technisch gesehen limitiert, da der 
SILAC-Standard als ein Mittel der mittleren Dichtefraktionen gewählt wurde (2.4.9). Somit 
ist die Rate an der Identifizierung von vornehmlich in den leichteren Fraktionen 
vorkommenden Proteinen geringer (s. auch 3.2).  
Neben seiner zentralen Funktion im Lipidmetabolismus scheint der ERMES-Komplex eine 
zentrale Rolle im Mechanismus der Mitochondrienteilung einzunehmen (Murley et al., 2013). 




Durch eine Umwicklung der Mitochondrien wird die Konstriktion durch die cytosolischen 
Teilungsfaktoren begünstigt und der ERMES-Komplex scheint für eine korrekte Verteilung 
der mtDNA in den Tochterzellen obligat (Lang et al., 2015a). Neben dem ERMES-Komplex 
konnten darüber hinaus noch weitere Proteinkomplexe identifiziert werden, welche 
Mitochondrien und ER-Membran zusammenhalten und für den Transfer von Phospholipiden 
notwendig sind (Lahiri et al., 2014). Die genauen Einzelheiten der Funktionen des ERMES-
Komplexes und anderer Kontaktstellen-Komplexe sind weiterhin unklar; kaum bestreitet 
werden kann jedoch die zentrale Rolle im Lipid-Metabolismus (für einen Überblick s. (Lang 
et al., 2015a). Diese Funktion hat insofern medizinische Relevanz, da Erkrankungen durch 
eine primäre Alteration der Phospholipid-Homöostase als neue Untergruppe von 
Mitochondriopathien klassifiziert wurden (Lu and Claypool, 2015). Bisher sind nur wenige 
eindeutige Phänotyp-Genotyp-Korrelationen bei mitochondrialen Phospholipid-Störungen 
bekannt. So führen Mutationen in der an der Cardiolipin-Synthese beteiligten MLCL-
Transacylase (Taz-Gen) zum Barth-Syndrom (Barth et al., 1983), Mutationen in dem an der 
Cardiolipin-Modifikation beteiligtem Serac1-Enzym zum MEGDEL-Syndrom (Wortmann et 
al., 2006; Sarig et al., 2013) und Mutationen in der Phospholipase A1 zur spastischen 
hereditären Paraplegie (Liguori et al., 2014; Magariello et al., 2014). Darüber hinaus konnten 
Veränderungen im Phosphatidylethanolamin-Stoffwechsel, welches ein Zusammenspiel 
mehrerer Organellen voraussetzt, mit nicht-alkoholischer Leberzirrhose, M. Parkinson, und 
M. Alzheimer in Verbindung gebracht werden (Calzada et al., 2016). Eine weitere Analyse 
der Funktionen und Proteine mit Beteiligung an Kontaktstellen zwischen Mitochondrien und 
ER kann in Zukunft helfen, die Pathophysiologie von Phospholipid-Erkrankungen weiter zu 
verstehen.  
 
4.4 Kontaktstellen zwischen Vakuolen und Mitochondrien 
Neben den Kontaktstellen zwischen Mitochondrien und ER rückte in jüngster Vergangenheit 
auch eine Assoziation der Vakuolenmembran mit der äußeren Mitochondrienmembran in den 
Fokus (Honscher et al., 2014; Elbaz-Alon et al., 2014; Klecker and Westermann, 2014). Diese 
Membranassoziation ist im Besonderen interessant, da durch diese Kontaktstellen eine 
Verbindung der Mitochondrien zum endosomalen System hergestellt wird (Elbaz-Alon et al., 
2014). Darüber hinaus gibt es Evidenz dafür, dass der Lipid-Austausch in den einzelnen 
Organellen-übergreifende Kontaktstellen redundant ist und sowohl über unterschiedliche ER-
Mitochondrien-Kontaktstellen als auch über einen Komplex in Kontaktstellen zwischen 
Mitochondrium und Vakuole ablaufen kann (Lang et al., 2015b). Der Vakuolen-




Mitochondrien-Komplex ist damit genau wie die Kontaktstellen zwischen ER und 
Mitochondrien ein wichtiger ‚Umschlagplatz‘ von Lipiden und Signalmolekülen (Klecker and 
Westermann, 2014).  
In der SILAC-Analyse bot das Protein Ypt7 Maxima in Außenmembranfraktionen sowie in 
Fraktionen, welche typisch für die Vakuole sind. Dies legt eine Lokalisation im Bereich von 
Kontaktstellen beider Membranen bzw. eine Doppellokalisation nahe. Dabei ist hier, ähnlich 
wie bei Untereinheiten des ERMES-Komplexes, eine Mittelung von SILAC-Profilen von 
Proteinen der jeweils zugehörigen Membranen zu beobachten. Dies spricht insgesamt dafür, 
dass die Kontaktstellen partiell zerfallen, aber Proteine zu unterschiedlichem Ausmaß an 
entweder äußerer Mitochondrienmembran oder Vakuolenmembran anhaften. Ypt7 ist eine 
Rab-Familien-GTPase, welche schon früh in den Zusammenhang von Membranfusion und 
Endosomen-Organisation gebracht werden konnte (Liu et al., 2012; Schimmoller and 
Riezman, 1993). Die Ergebnisse von Honscher et al. decken sich gut mit dem SILAC-Profil 
des Proteins. Die Autoren konnten zeigen, dass das Protein präferenziell an der Bildung von 
Kontaktstellen der äußeren Mitochondrienmembran und Vakuolenmembran beteiligt ist 
(Honscher et al., 2014). In der hier diskutierten SILAC-Analyse konnten neben Ypt7 noch 
eine Reihe von anderen Proteinen identifiziert werden, welche ein ähnliches Profil aus einer 
Mischung von SILAC-Profilen der Außenmembran und Vakuolenmembran zeigten.  
Ypt32 ist, wie Ypt7, als GTPase charakterisiert worden (Grosshans et al., 2006). Es hat eine 
essentielle Funktion im Post-Golgi Vesikeltransport (Benli et al., 1996), wurde aber von 
Zahedi und Kollegen auch als zum mitochondrialen Außenmembranproteom zugehörig 
beschrieben (Zahedi et al., 2006). Die Unstimmigkeiten der Lokalisationsstudien würden sich 
gut mit einer Doppellokalisation oder präferenziellen Lokalisation an Organellen-
übergreifenden Kontaktstellen vereinbaren lassen. 
Als weiteres Beispiel ist das Protein Vma2, welches von Elbaz und Kollegen ebenso als 
möglicher Kandidat für eine Anreicherung im Kontaktstellen-Komplex zwischen 
Mitochondrien und Vakuolen vorgeschlagen wurde (Elbaz-Alon et al., 2014), zu nennen. 
Darüber hinaus konnten der Monocarboxylat-Protonen-Symporter Ady2 und der GDP-
Dissoziationsinhibitor Gdi1 diesem SILAC-Profil zugeordnet werden. Gdi1 reguliert den 
Vesikeltransport und die Membranorganisation durch Regulation der GDP-Dissoziation von 
kleinen Rab-Familien-GTPasen, wie z.B. dem oben genannten Ypt7 oder Ypt32 (Garrett et 
al., 1994). Somit kommt es als potenzieller Regulator für Kontaktstellen zwischen 
Mitochondrien und Vakuole in Betracht. Ady2 wurde bisher in keinen Zusammenhang zu 




Mitochondrien-Vakuolen-Kontaktstellen gebracht. Es wurde aber in größeren 
Lokalisationsstudien sowohl in Mitochondrien, der Vakuole als auch in der Plasmamembran 
detektiert. In wieweit die spezifische Anreicherung an Kontaktstellen einer 
Transporterfunktion zwischen Vakuole und Mitochondrium entspricht, lässt sich mit der 
vorliegenden Analyse nicht klären.  
Auch das bisher als mitochondrial charakterisierte Protein Aim18 (Reinders et al., 2006), 
welchem eine Beteiligung in der Vererbung der mtDNA zugeschrieben wurde (Hess et al., 
2009), konnte als Protein mit Ypt7-ähnlichem SILAC-Profil identifiziert werden. Es ist ein 
Protein, das vermutlich mit zwei Transmembrandomänen in der Außenmembran inseriert ist. 
Es zeigt aber in geringen Anteilen auch ein Vorkommen in den Vakuolen-typischen 
Fraktionen. 
Die Analyse des Proteoms von Kontaktstellen zwischen Vakuole und Mitochondrium bietet 
einige neue Kontaktstellenprotein-Kandidaten, ist unter den gegebenen 
Wachstumsbedingungen aber sicherlich eingeschränkt in ihrer Aussage. Zur genaueren 
Analyse könnte das Experiment wiederholt werden, die Zellen sollten jedoch nach Eintritt in 
die stationäre Phase analysiert werden. Hierbei sind Mitochondrien-Vakuolen-Kontaktstellen 
deutlich häufiger zu beobachten (Honscher et al., 2014). Einige Ergebnisse decken sich mit 
den Erkenntnissen der beiden ersten Kontaktstellen-Charakterisierungen (Elbaz-Alon et al., 
2014). Andere vorgeschlagene Proteine wurden bereits als Proteine mit essenziellen 
Funktionen in der Vakuolen- und Endosomen-Organisation beschrieben. Ihre spezifische 
Anreicherung in Kontaktstellen-Komplexen ist jedoch eine neue Erkenntnis.  
 
4.5 Aim31 ist ein Aktivität-modulierendes Protein der Atmungskette 
 
Aim31 wurde in den Ergebnissen als ein mitochondriales Innenmembranprotein und als 
eine Komponente der IV1III2- bzw. IV2III2-Superkomplexe identifiziert. Ein Fehlen von 
Aim31 destabilisiert die Superkomplexe. Insbesondere scheint Aim31 eine wichtige Funktion 
für die enzymatische Aktivität der Cytochrom c-Oxidase, nicht aber für die der Ubichinon-
Cytochrom c-Oxidoreduktase zu besitzen. Aim31-defiziente Zellen zeigen ein deutlich 
verlangsamtes Wachstum in Medien, in welchen eine oxidative Phosphorylierung benötigt 
wird. Dieser Phänotyp ist besonders ausgeprägt, wenn die Zellen Stress ausgesetzt werden 
und die Synthese sowie Neuassemblierung von Atmungskettenenzymen gesteigert ist 




(Diauxie-Shift). Der hohe Grad der Konservierung des wahrscheinlich für die Interaktionen 
verantwortlichen N-terminalen Proteinabschnitts lässt vermuten, dass die Assoziation mit der 
Cytochrom c-Oxidase und Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase bzw. deren 
Assemblierung in Atmungsketten-Superkomplexen eine konservierte Funktion der Hypoxia-
Inducible Gene 1 (Hig1)-Proteinfamilie darstellt. 
Der Name Aim31 (Altered inheritance of mitochondria 31) entstammt einer großen Studie mit 
dem Ziel der Identifikation von Proteinen, welche eine Funktion in der Vererbung von 
mtDNA besitzen (Hess et al., 2009). Der Verlust der mtDNA oder Mutationen in der mtDNA 
führen langfristig zu einer stark verminderten Zellatmungs-Aktivität (McLendon et al., 2015; 
Larsson, 2010). Umgekehrt kann die Aufnahme von intakter mtDNA eine Wiederherstellung 
der zuvor defekten Zellatmung zur Folge haben (Tan et al., 2015). Diese Beobachtungen und 
die Identifikation von Aim31 als ein an der Vererbung von mtDNA beteiligtes Protein legen 
nahe, dass ein vermindertes Wachstum der Deletionsmutante auf einem nicht-fermentierbaren 
Medium durch Defekte oder Verluste der mtDNA zurückzuführen sein könnte (Hess et al., 
2009). In Hefezellen kodiert die mtDNA unter anderem für die Cytochrom c-Oxidase-
Untereinheiten Cox1, Cox2 und Cox3 sowie für die Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase-
Untereinheit Cytochrom b (Bibb et al., 1981). Somit könnten verminderte 
Proteinkonzentrationen der mitochondrial kodierten Untereinheiten zu einer verminderten 
Aktivität der Atmungskettenenzyme führen. In der vorliegenden Arbeit wurde beobachtet, 
dass trotz gleicher Proteinkonzentrationen von Cytochrom c-Oxidase- und Ubichinon-
Cytochrom c-Oxidoreduktase-Untereinheiten in Aim31-defizienten und Wildtyp-Hefezellen 
das Fehlen von Aim31 selektiv die Funktion der Cytochrom c-Oxidase beeinträchtigt. Somit 
ist zum einen die Translation mitochondrial kodierter Untereinheiten nicht wesentlich 
beeinträchtig und zum anderen die Assemblierung der Untereinheiten zu einem voll 
funktionsfähigen Enzym gestört. Alternativ kann Aim31 direkt die Aktivität des Enzyms 
modulieren. Darüber hinaus wäre bei einem allgemeinen Verlust der mtDNA zu erwarten, 
dass die Enzymaktivität der Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase ebenso vermindert ist 
(Chabi et al., 2005). Anders als erwartet, ist der Verlust von mtDNA nicht primär durch das 
Fehlen des Proteins herbeigeführt, sondern die Aktivitätsreduktion der Cytochrom c-Oxidase 
erfolgt allein durch das Fehlen des Proteins Aim31. Das Fehlen von Aim31 könnte allerdings 
sekundär über eine eingeschränkte Effizienz des Elektronentransports die Vererbung der 
mtDNA beeinträchtigen, da diese Form der Energiegewinnung für Fusionsprozesse benötigt 
wird (Westermann, 2014). Diese wiederum nehmen eine bedeutende Rolle in der mtDNA-




Vererbung ein. Für eine definitive Klärung des Sachverhaltes können weitere inorganello 
Translation-Experimente (WT vs. Δaim31) für z.B. Cox1 oder Cox3 dienen.  
Aim31 konnte mit einer Vielzahl von Untereinheiten sowohl der Cytochrom c-Oxidase als 
auch der Ubichinon-Cytochrom c-Oxidase aufgereinigt werden. Aim31 scheint darüber 
hinaus auch in örtlicher Nähe zu bzw. in größeren Proteinkomplexen mit an der Translation 
beteiligten Proteinen lokalisiert zu sein (3.9.1.3). Weiterhin konnten einige Proteine der 
Assemblierungsmaschinerie dem Aim31-Interaktom zugeordnet werden. So wurden die für 
den Kupfereinbau nötigen Assemblierungsfaktoren Sco2 (Glerum et al., 1996) und Cox23 
(Barros et al., 2004) sowie das Cytochrom c-Oxidase-spezifische Membranchaperon Pet100 
(Church et al., 2005) zusammen in der aufgereinigten Präparation detektiert. Dies legt 
insgesamt nahe, dass Aim31 schon zum Zeitpunkt der Assemblierung von Cytochrom c-
Oxidase-Monomer mit den Untereinheiten der Cytochrom c-Oxidase interagiert und 
möglicherweise selbst eine Chaperon-Funktion einnimmt. Die hier beschriebenen 
Interaktionen des Aim31 mit der Cytochrom c-Oxidase und der Ubichinon-Cytochrom c-
Oxidoreduktase wurde in drei anderen, unabhängigen Studien bestätigt (Chen et al., 2012; 
Strogolova et al., 2012; Vukotic et al., 2012). Zudem schlagen die Ergebnisse der Studien vor, 
das Aim31 unabhängig vom jeweils anderen Enzym die Cytochrom c-Oxidase bzw. die 
Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase eigenständig bindet. Die Studien legen zudem eine 
Lokalisation von Aim31 an den Kontakten zwischen beiden Komplexen nahe. Aim31 scheint 
spezifisch für den Einbau von Cox12 und Cox 13 in die Cytochrom c-Oxidase verantwortlich 
zu sein. Diese Proteine konnten auch in den hier beschriebenen Experimenten als 
Interaktionspartner nachgewiesen werden (3.9.5). 
Neben den beschriebenen Interaktionspartnern konnten zwei bislang uncharakterisierte, nicht 
essentielle Proteine mit Aim31 kopräzipitiert werden. Zum einen das bereits dem 
mitochondrialen Proteom zugeordnete Aim46 (Reinders et al., 2006; Sickmann et al., 2003; 
Huh et al., 2003), zum anderen, die bisher uncharakterisierte Thiol-Oxidoreduktase Ydr286c. 
Aim46 wurde, wie Aim31, als Protein mit einer Funktion in der Vererbung der mtDNA 
beschrieben (Hess et al., 2009). Des Weiteren teilt das Protein folgende Phänotypen mit 
Aim31: ein vermindertes Wachstum unter hypoxischen/anaeroben Bedingungen (Samanfar et 
al., 2013) und eine verminderte Resistenz gegenüber oxidativem Stress (Brown et al., 2006) 
und Toxinen (Willingham et al., 2003). Zukünftige Arbeiten sollten analysieren, inwieweit 
diese Proteine möglicherweise ebenso an der Stabilität von Superkomplexen beteiligt sind und 




mit Untereinheiten der Cytochrom c-Oxidase bzw. Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase 
interagieren. 
Interessanterweise konnte auch das Protein Mic10 unter den möglichen mit Aim31 
interagierenden Proteinen gefunden werden. Diese Beobachtung stärkt die Hypothese, dass 
der MICOS-Komplex mit Atmungskettenenzymen interagiert (Friedman et al., 2015) und 
möglicherweise über eine Regulation der Superkomplexe das Verteilungsungleichgewicht 
von Atmungskettenenzymen zwischen Cristamembran und innerer Grenzmembran beeinflusst 
(s. auch Diskussionsabschnitt 4.2).  
Bislang konnten neben Aim31 nur die Proteine Aac2 (s. unten), Cox26 (Strecker et al., 2016) 
und Oma1 (ausschließlich höhere Organismen) sowie das Phospholipid Cardiolipin (Wenz et 
al., 2009; Mileykovskaya and Dowhan, 2014) als Stabilisatoren der Superkomplexe 
ausgemacht werden. Neben diesen scheint auch eine spezifische Form der Crista-Architektur 
die Assemblierung von Superkomplexen zu fördern bzw. zu verhindern. So führen 
Mutationen in Crista-Architektur-modulierenden Proteinen (z.B. OPA1) zu einer 
Destabilisierung von Superkomplexen (Cogliati et al., 2013). Diese Erkenntnisse verbinden 
den ersten Teil der vorliegenden Arbeit hinsichtlich der mitochondrialen Membranarchitektur 
mit der Effizienz der Zellatmung und sind ein weiteres Beispiel für den engen Zusammenhang 
von Struktur und Funktion in Mitochondrien. Über die Funktion der Superkomplexe wurde 
lange spekuliert. So postulierten die Kollegen Boekema und Braun, dass durch 
Superkomplexe die Effizienz des Elektronentransports gesteigert wird, die ROS-Produktion 
vermindert und die jeweiligen Einzelkomplexe stabilisiert werden (Boekema and Braun, 
2007; Dudkina et al., 2008). Indes konnte gezeigt werden, dass eine Aim31-abhängige 
Bildung von Superkomplexen die Lebensspanne von Pilzen deutlich verlängert (Fischer et al., 
2015). Eine Destabilisierung der Superkomplexe durch fehlendes Aim31 (bzw. dessen 
Homologe) mit der Folge einer morphologischen Aberration wurde im Zebrafischmodel 
beschrieben. Zudem wurde ein möglicher Einfluss auf die Embryogenese berichtet. Dieser 
wiederum führt zu einer insgesamt deutlich reduzierten bioenergetischen Kapazität der Zellen 
(Bohovych et al., 2015). 
Der in den gezeigten Experimenten beobachtete Aktivitätsverlust der Cytochrom c-Oxidase 
lässt sich allerdings nicht durch die beschriebene Dissoziation der Superkomplexe erklären, 
da diese unter den experimentell eingesetzten Detergenzien-Konzentrationen auch in Wildtyp-
Zellen zerfallen. Somit scheint Aim31 nicht nur die Effizienz in den Superkomplexen zu 
stören, sondern reduziert auch die Aktivität der monomeren Cytochrom c-Oxidase. Eine 




später veröffentlichte, genauere Strukturanalyse in höheren Organismen ergab, dass das 
Aim31-verwandte Protein Higd1A die Effizienz der Cytochrom c-Oxidase durch 
Veränderungen der Proteinstruktur um das Häm A, dem Kofaktor der Protonen-Pumpe, 
hervorruft (Hayashi et al., 2015). Zudem wurde in Hefezellen als auch in Cardiomyozyten 
nachgewiesen, dass die Effektivitätssteigerung durch Aim31 bzw. Higd1A für das Überleben 
der Zellen unter hypoxischen Bedingungen essenziell ist. Die Zellen werden dadurch vor dem 
ansonsten folgenden energetischen Kollaps und Zelltod bewahrt (Hayashi et al., 2015; 
Strogolova et al., 2012).  
In einem glukosereichen Medium verstoffwechseln Hefezellen Zucker vornehmlich durch 
Fermentierung. Sobald der Glukosegehalt sinkt, werden hierarchisch strukturiert andere 
Kohlenstoffquellen in den ATP-generierenden Stoffwechsel einbezogen (Lactat, Ethanol, 
Glycerol, etc.). Es findet also eine Umstellung von anaerober Energiegewinnung zu aerober 
ATP-Synthese mittels oxidativer Phosphorylierung statt (DeRisi et al., 1997). Das 
Transkriptom von Hefezellen verändert sich bei Wechsel in ein nicht-fermentierbares 
Medium deutlich (Boy-Marcotte et al., 1998; Soontorngun, 2016; Peng et al., 2015; Galdieri 
et al., 2010). Erstaunlicherweise sind neben einem insgesamt verstärkt exprimierten, 
mitochondrialen Proteom die relativen Protein-Konzentrationen nicht wesentlich verändert. 
Diese Diskrepanz lässt sich allein durch unterschiedliche Regulationsmechanismen auf 
Proteom-Ebene erklären. So wurden beispielsweise deutlich erhöhte Turnover-Raten unter 
nicht fermentierbaren Wachstumsbedingungen postuliert (Stoldt et al., 2012). Während des 
Diauxie-Shifts werden nicht nur neue Proteine gebildet, assembliert oder abgebaut, sondern 
Proteine ändern ihre mitochondriale Sublokalisation. Beispielsweise wird das Innenmembran 
Chaperon Oxa1 während des Diauxie Shifts von der inneren Grenzmembran in die 
Cristamembranen transloziert (Stoldt et al., 2012), um dort die mitochondrial translatierten 
Proteine in die Membranen zu inserieren. Viele der dort nun verstärkt translatierten Proteine 
sind Untereinheiten der Cytochrom c-Oxidase oder Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase. 
Diese Untereinheiten müssen nun sortiert werden und in vielen Einzelschritten zu Enzymen 
und Superkomplexen assembliert werden. Genau dieser Prozess scheint bei fehlendem Aim31 
deutlich gestört. In der ΔAim31-Deletionsmutante ist der Prozentsatz der Superkomplexe 
deutlich herabgesetzt und im Wildtyp nicht zu detektierende Assemblierungsintermediate 
reichern an. Dies kann neben einem oben beschriebenen Effizienzverlust der oxidativen 
Phosphorylierung weitere negative Folgen für die Zelle haben. Die Präsenz von 
Assemblierungsintermediaten der Cytochrom c-Oxidoreduktase ist mit dem Risiko einer 
erhöhten ROS-Produktion verbunden und diese verursachen wiederum Mutationen in der 




mtDNA (Überblick in (Bourens et al., 2013). Weiterhin kann die Assemblierung von 
funktionsfähigen Superkomplexen die ROS-Produktion minimieren und geht mit einer 
erhöhten Resistenz gegenüber exogenem oxidativem Stress einhergeht (Chen et al., 2012). 
Die prolongierte Lag-Phase im Diauxie-Shift von Aim31-defizienten Zellen kann also durch 
mehrere direkte und indirekte Effekte erklärt werden. Zum einen werden die in dieser Phase 
vermehrt translatierten Cytochrom c-Oxidase-Untereinheiten deutlich geringer in 
funktionsfähige Superkomplexe assembliert. So ist die Effizienz der Energiebereitstellung auf 
einem nicht fermentierbaren Medium reduziert. Zum anderen, wird durch das Fehlen des 
Proteins Aim31 nicht nur das Äquilibrium zwischen Einzelkomplexen und Superkomplexen 
verschoben, sondern das Fehlen des Proteins könnte auch das Erreichen dieses 
Gleichgewichts verlangsamen (Chaperon-Funktion). Ein weiterer Grund könnte in der 
beschriebenen gesteigerten ROS-Produktion liegen. Ein Diauxie-Shift wird begleitet vom 
vermehrten Anfallen von ROS (Puig and Perez-Ortin, 2000). Diese können wegen 
unzureichender Superkomplexbildung und vermehrt anfallender Intermediate aber nur bedingt 
abgebaut werden, sodass ein Wachstumsarrest weiter begünstigt wird.  
In Aim31-defizienten Zellen ist die Abundanz des Proteins Aac2 deutlich verringert. Aac2 ist 
der am stärksten exprimierte ADP/ATP-Transporter, welcher durch den Austausch von ADP 
und ATP über die mitochondriale Innenmembran eine zentrale Rolle im mitochondrialen 
Metabolismus einnimmt (Klingenberg, 1989; Duszynski et al., 1981). Indirekt sind Aac-
Proteine somit essenzielle Komponenten der oxidativen Phosphorylierung. Aac-Proteine sind 
nicht zufällig über die mitochondriale Innenmembran verteilt, sondern ein großer Teil der 
Aac2-Population bildet höher organisierte Komplexe mit den Atmungskettensuperkomplexen 





der nicht ladungsneutral erfolgt, energetisch begünstigen (Duszynski et al., 1981; Kuster et 
al., 1981) und scheint selbst die Stabilität der Atmungskettensuperkomplexe, insbesondere die 
des IV2III2-Superkomplexes, zu fördern (Dienhart and Stuart, 2008). Damit ist Aac2 eines der 
wenigen Proteine, welches die Stabilität der Superkomplexe beeinflusst (siehe oben). Aac2 
interagiert weiterhin mit Untereinheiten der Cytochrom c-Oxidase und Ubichinon-Cytochrom 
c-Oxidoreduktase und teilt damit wichtige Eigenschaften mit dem Protein Aim31 (Dienhart 
and Stuart, 2008). Strogolova et al. wiesen nach,  dass Aim31 zusätzlich direkt an Aac2-
Proteine bindet (Strogolova et al., 2012). Somit könnte Aim31 als Verbindungsstelle 
zwischen den Atmungskettensuperkomplexen und Aac2-Proteinen fungieren. Ein Fehlen von 
Aim31 würde diese Verbindung destabilisieren und so möglicherweise die Expression von 




Aac2-Proteinen negativ beeinflussen (negatives Feedback). Auch der Proteinabbau der nun 
Komplex-ungebundenen Aac-Monomere bzw. -Dimere könnte gesteigert sein (Dyall et al., 
2003). Zwei Studien, die nach Anfertigung der vorliegenden Experimente publiziert wurden, 
berichteten, dass Aim31 einen synthetischen Phänotyp mit den Proteinen Aac2 und Crd1 
(Cardiolipin-Synthase) teilt. Der Wachstumsphänotyp ist in Doppel-Deletionsstämmen mit 
fehlendem Aim31 und Aac2 fulminanter als die jeweiligen einzelnen Deletionsstämme 
(Mileykovskaya and Dowhan, 2014). Die einzelnen Mechanismen der Stabilisierung 
erscheinen somit kooperativ. 
Einige Ergebnisse deuten auch auf einen weiteren regulatorischen Zusammenhang zwischen 
der Interaktion von Aim31 mit Superkomplexen und dem Aac2-Protein hin: So wurde die 
Interaktion zwischen Aim31 und Aac2 als abhängig von der jeweiligen Aac2-Konformation 
beschrieben (Strogolova et al., 2012). Es wurde spekuliert, dass die Aac2-Translokasen 
entweder zur Matrixseite hin ‚geöffnet‘ und gleichzeitig zum Intermembranraum 
‚verschlossen‘ sind oder umgekehrt (Pebay-Peyroula and Brandolin, 2004). Diese 
unidirektionalen Konformationen würden abhängig vom jeweiligen Energieniveau der Zelle 
auftreten. Aim31 könnte so die Bildung von Atmungsketten-Superkomplexen und die 
Aktivität der Cytochrom c-Oxidase in Abhängigkeit vom Energielevel der Zelle, welcher 
durch unterschiedliche Aac2-Konformationen registriert wird, beeinflussen.  
Insgesamt lassen sich vier unterschiedliche Erklärungsmodelle für den Wachstumsphänotyp 
von Aim31 anführen. Erstens, eine direkte Beeinträchtigung der Aktivität der Cyochrom-c-
Oxidase (in monomerer Form) als Aktivitätsmodulator. Zweitens, eine Veränderung der 
Assemblierung zu Superkomplexen, bei der durch geringere Konzentrationen an IV2III2 / 
IV1III2 die Effizienz der oxidativen Phosphorylierung herabsetzt wird. Drittens, eine durch 
geringere Proteinkonzentrationen von Aac2 hervorgerufener Aktivitätsverlust der oxidativen 
Phosphorylierung. Dieser kann direkt durch herabgesetzte Transportkapazität von ADP und 
ATP über die Innenmembran oder indirekt über eine weitere Destabilisation der 
Atmungskettenkomplexe hervorgerufen werden. Viertens, eine verminderte Stressresistenz 
durch vermehrt anfallende ROS durch die geringere Anzahl an Superkomplexen und eine 
erhöhte ROS-Produktion der Assemblierungsintermediate. 
Die dargestellten Erkenntnisse und Spekulationen haben in mehreren Hinsichten medizinische 
Relevanz. So werden viele mendelisch vererbte Mitochondriopathien durch Mutationen in 
COX-Assemblierungsfaktoren verursacht (Shoubridge, 2001). Konkret konnten Mutationen 
für die Gene Surf1, Sco1 und Sco2, Cox10 und Cox15 mit mitochondrialer Dysfunktion und 




respiratorischem Zellversagen in Verbindung gebracht werden. Für die meisten der 
beobachteten phänotypischen Atmungsketten-Defizienzen sind jedoch noch keine zugrunde 
liegenden Mutationen identifiziert worden. Die Identifikation eines weiteren Faktors, der die 
Stabilität von Superkomplexen beeinflusst, könnte helfen, die physiologische und 
pathophysiologische Relevanz von Superkomplexen weiter zu verstehen und die Ursache von 
Atmungsketten-Defizienzen näher zu bestimmen. Erste Erkenntnisse an Modellorganismen 
von Zebrafischen belegen bereits, dass die Superkomplexformation und dessen 
Stabilitätsfaktoren wichtige Funktionen im Organismus einnehmen. 
Darüber hinaus legt der Aspekt einer durch Aim31-vermittelten Resistenz gegenüber 
Hypoxie- und oxidativem Stress (s. oben) nahe, dass das Protein eine zentrale Rolle in der 
Entartung von Zellen einnehmen könnte (Eales et al., 2016). Weitere Studien könnten eine 
mögliche Beteiligung des Proteins in der Kanzerogenese aufklären. 
Ein weiterer interessanter medizinischer Aspekt ergibt sich aus einem kürzlich publizierten 
therapeutischen Erfolg bei Mitochondriopathien. In Mausmodellen wurde bei konstanter 
Hypoxie sowohl der Phänotyp als auch der Schweregrad von Erkrankungen, die auf Defekte 
der Atmungskette zurückzuführen sind, gemildert (Jain et al., 2016). Higd2A (das 
menschliche Aim31-Homolog) ist ein unter Hypoxie verstärkt exprimiertes Protein, welches 
Superkomplexe stabilisiert und die bei diesen Erkrankungen verstärkt auftretende ROS-
Produktion reduziert (s.o.). Auch wenn dieser neue Therapieansatz zunächst beim Menschen 
evaluiert werden muss, so wäre das Aim31-Homolog als ein möglicher Mediator der 
Verminderung der ROS-Produktion in Betracht zu ziehen. 
 






Mitochondrien sind von Doppelmembranen umgebene Organellen und besitzen eine 
komplex organisierte Membranarchitektur, die sich an die metabolischen Zustände einer Zelle 
adaptiert. Die Außenmembran weist eine Hüllenstruktur auf. Die Innenmembran ist unterteilt 
in die innere Grenzmembran, die der Außenmembran eng anliegt, und in die Cristamembran, 
die durch Einstülpung in die mitochondriale Matrix die Cristae ausbildet. Die innere 
Grenzmembran ist mit der Cristamembran durch die Crista junctions verbunden. Dies sind 
enge, meist kurze röhrenförmige Membranstrukturen. Insbesondere in Membranabschnitten, 
in denen Crista junctions lokalisiert sind, ist die innere Grenzmembran zusätzlich durch 
Kontaktstellen mit der Außenmembran verbunden. Weiterhin treten Mitochondrien über ihre 
Außenmembran mit anderen Zellorganellen in Kontakt.  
Aus mehreren experimentellen Befunden ergab sich die Vermutung, dass die 
unterschiedlichen Subkompartimente der mitochondrialen Membranen durch eine 
unterschiedliche Proteinzusammensetzung charakterisiert sind. Die vorliegende Arbeit hatte 
das Ziel, mit einem proteomischen Ansatz die Frage zu beantworten, welche Proteine in 
welchen Bereichen der mitochondrialen Membranen lokalisiert sind. Dazu wurden isolierte 
Mitochondrien mit einer Ultraschallbehandlung in kleine Vesikel zerlegt und diese Vesikel 
durch Gradientenzentrifugation entsprechend ihrer Dichte aufgetrennt. Anschließend wurden 
sie einer semiquantitativen, proteomischen Analyse mittels Isotopen-basierte 
Massenspektrometrie (SILAC, stable isotope labeling with amino acids in cell culture) 
unterzogen. Durch diesen experimentellen Ansatz und unter Zuhilfename etablierter 
Markerproteine der jeweiligen Membranbereiche konnten Proteine den unterschiedlichen 
mitochondrialen Membranabschnitten und Mitochondrien-assoziierten Membranen 
zugeordnet werden. 
Zuvörderst ist es gelungen, Proteine zu identifizieren, welche eine Anreicherung in Bereichen 
von Kontaktstellen der inneren und äußeren Mitochondrienmembran aufweisen.  
Zu diesen Proteinen gehören sechs Proteine eines großen Proteinkomplexes, welcher als eine 
wesentliche Determinante der mitochondrialen Membranarchitektur charakterisiert werden 
konnte (MICOS-Komplex; Mitochondrial contact site and crista organization system). Zu den 
Proteinen gehören Fcj1, das Hefehomolog von Mitofilin, vier integrale, bisher nicht 
charakterisierte Innenmembranproteine (Ynl100w, Ygr235c, Ycl057c-a, Ybr262c) und das 
membranassoziierte Yfr011c. Diesen Proteinen wurden gemäß des Komplexnamens MICOS 




die Bezeichnung Mic zusammen mit ihren Molekulargewichten zugewiesen: also Mic60 (für 
Fcj1), Mic27 (für Ynl100w), Mic26 (für Ygr235c), Mic19 (für Yfr011c), Mic12 (für 
Ybr262c) und Mic10 (für Ycl057c-a). Weitere Proteine mit einer Anreicherung im Bereich 
von mitochondrialen Kontaktstellen konnten ebenfalls identifiziert werden. Die genaue 
Charakterisierung dieser Proteine bedarf jedoch weiterer Studien.   
Darüber hinaus konnten durch die proteomische Analyse Hinweise gefunden werden, dass die 
Proteinverteilung über die kontinuierliche Innenmembran nicht gleichmäßig, sondern 
strukturiert ist. So sind Carrier-Proteine präferenziell in der inneren Grenzmembran 
lokalisiert, wohingegen mit mitochondrialer DNA assoziierte Proteine und mitochondriale 
Ribosomen bevorzugt in enger Nachbarschaft zu Cristamembranen lokalisiert sind.  
Neben mitochondrialen Proteinen konnte eine große Anzahl von Proteinen aus der Vakuole 
und dem endoplasmatischen Retikulum (ER) detektiert werden, die zusammen mit 
Mitochondrien isoliert wurden. Dabei handelte es sich um Proteine, die entweder die 
isolierten Mitochondrien kontaminierten oder um Proteine von Membranen, die spezifisch mit 
der mitochondrialen Außenmembran interagieren. Auch diese Proteine wiesen typische 
SILAC-Profile auf.  
Durch die relativ spezifische Korrelation von SILAC-Profilen und subzellulärer Lokalisation 
konnte für eine Vielzahl von bisher nicht charakterisierten Proteinen Lokalisationsvorschläge 
getätigt werden. Neben typischen SILAC-Profilen konnten auch Ausnahmen von Organellen-
spezifischen SILAC-Profilen gefunden werden. Diese legen eine Lokalisation von Proteinen 
in Organellen-übergreifenden Kontaktstellen nahe. So bot der Datensatz Nachweise dafür, 
dass Komponenten des ERMES-Komplexes (endoplasmic reticulum-mitochondria encounter 
structure) an Kontaktstellen zwischen Mitochondrium und ER lokalisiert sind. Der ERMES-
Komplex ist ein am Lipidtransfer und Lipidmetabolismus von Mitochondrien beteiligter 
Proteinkomplex. Auch für Enzyme der Ergosterol-Synthese, einen Sterol-Transporter sowie 
Phospholipasen konnte eine Anreicherung im Bereich von Membran-Kontaktstellen zwischen 
Mitochondrien und ER gezeigt werden. Darüber hinaus legt die proteomische 
Lokalisationsstudie nahe, dass einige Proteine der Rab-GTPasen-Familie (Ypt-Proteine) eine 
essenzielle Funktion in der Herstellung und Modulierung von Organellen-übergreifenden 
Kontaktstellen haben.  
Im weiteren Abschnitt der Arbeit wurde das Protein Aim31 als ein mitochondriales 
Innenmembran-Protein mit Atmungskettenenzym-modulierender Funktion charakterisiert. 
Aim31-defiziente Hefezellen zeigten ein eingeschränktes Wachstum auf einem nicht-




fermentierbaren Medium. Unter diesen Wachstumsbedingungen ist eine funktionierende 
oxidative Phosphorylierung essentiell. Weiterhin konnte ein deutlich prolongierter 
Wachstumsarrest bei einem Mediumwechsel von einer fementierbaren auf eine  nicht-
fermentierbare Kohlenstoffquelle festgestellt werden. Das Protein interagiert mit 
Untereinheiten sowohl der Cytochrom c-Oxidase als auch der Ubichinol-Cytochrom c-
Oxidoreduktase. Das Fehlen des Proteins beeinträchtigt selektiv die enzymatische Aktivität 
der Cytochrom c-Oxidase sowie die Stabilität von höhermolekularen Superkomplexen der 
beiden Atmungskettenenzyme. Die eingeschränkte Enzymaktivität scheint nicht durch eine 
verminderte Abundanz der Untereinheiten zustande zukommen, sondern ist vermutlich auf 
eine direkte Protein-Protein-Interaktionen von Aim31 mit Untereinheiten der Cytochrom c-
Oxidase zurückzuführen. 
Die hier vorgelegten Ergebnisse unterstützen die Hypothese, dass mitochondriale Membranen 
heterogen sind. Obwohl die Membranen strukturell kontinuierlich sind, lassen sie sich in 
Abschnitte mit spezifischen Proteinverteilungen differenzieren. Die Analyse liefert weitere 
Evidenz für eine Kompartimentierung der Innenmembran und legt eine durch spezifische 
Membrankontakte vermittelte Kooperation der Außenmembran mit anderen Zellorganellen 
nahe. Die Charakterisierung des Proteins Aim31, welches die Stabilität von 
Atmungskettenenzymen beeinflusst, könnte eine Rolle in der Aufklärung der 
Pathophysiologie von Mitochondriopathien haben. 
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III2IV1/2 Superkomplex der Atmungskettenenzyme Cytochrom c-
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MICOS    mitochondrial contact site and cristae organizing system 
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Système international d’unités).
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